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A une certaine époque, les ARN ont paru être de simples intermédiaires entre l’ADN, 
qui est le support de l’information génétique et les protéines, qui assurent des fonctions 
diverses et variées au sein de la cellule et de l’organisme. Les rôles ne sont pas aussi 
simplement partagés et dès les années 80 le monde des ARN s’étoffe par les découvertes de 
Sidney Altman et Thomas R. Cech en démontrant que l’ARN pouvait avoir une fonction 
catalytique tout comme les protéines. Leurs travaux seront récompensés par un prix Nobel de 
chimie en 1989. Il est apparu que de nombreux ARN non-codants (ARNnc) œuvrent aux 
côtés des ARN messagers dans la biosynthèse des protéines, notamment les ARN 
ribosomiques (ARNr) et les ARN de transfert (ARNt). On recense actuellement des centaines 
de familles d’ARN non-codants qui interviennent dans de nombreux processus essentiels à la 
cellule. En 2006, l’ARN est de nouveau à l’honneur avec le prix Nobel de chimie et de 
médecine qui récompense des travaux sur l’ARN interférence. Les microARN et les petits 
ARN interférents, notamment impliqués dans l’inhibition de l’expression des gènes vont 
rapidement devenir des outils d’exceptions de la biologie moléculaire. Ils suscitent de grands 
espoirs dans le domaine médical avec de nombreuses applications thérapeutiques.  
 C’est en 1979 que d’autres petits ARN inconnus localisés dans le noyau (snARN) ont été 
détectés (Lerner & Argetsinger Steitz, 1979). De nouveaux petits ARN non-codants étaient 
repérés, cette fois, dans le nucléole des noyaux (snoARN) (Tyc & Steitz, 1989). Les petits 
ARN nucléolaires constituent une large famille de plus de 300 membres. Leur fonction la 
mieux décrite est la modification post-transcriptionnelle d’autres ARNnc tels que les ARNr 
et les snARN. On distingue deux familles: les snoARN à boîtes C/D (SNORD) et les snoARN 
à boîtes H/ACA (SNORA) qui vont guider respectivement l’ajout de méthylation en 2’-O-
ribose ou une réaction de pseudouridylation (isomérisation de l’uridine) sur des ARN-cibles. 
Chez les mammifères, le composant ARN de la télomérase, nécessaire à l’élongation des 
télomères des chromosomes, est un ARN H/ACA. Une famille voisine est celle des petits 
ARN spécifiques des corps de Cajal (scaARN) qui sont aussi catégorisés en deux avec des 
petits ARN à boîtes C/D ou à boîtes H/ACA qui vont guider la modification des snARN U1, 
U2, U4, U5 impliqués dans la machinerie d’épissage. Les snoARN/scaARN ne disposent pas 
d’activité catalytique mais possèdent des segments de complémentarité avec leur ARN-cible. 
Il y a un certain nombre de snoARN qui ne possèdent pas de complémentarité pour les cibles 
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ARN canoniques. La problématique majeure de l’étude de ces petits ARN antisens orphelins 
est l’identification de leurs ARN cibles et c’est alors la fonction moléculaire, cellulaire et leur 
régulation qui sont parfois encore inconnues.  
Depuis 30 ans, de nombreux chercheurs du Laboratoire de Biologie Moléculaire 
Eucaryote ont largement contribué à aiguiser nos connaissances sur le monde 
passionnant des petits ARN non codants à boîtes C/D ou à boîtes H/ACA. C’est dans ce 
paysage que viennent s’inscrire mes 4 années de thèse, au sein de l’équipe de Jérôme 
Cavaillé. Au cours de mon travail de thèse, j’ai utilisé des modèles cellulaires et murins pour 
étudier les conséquences moléculaires de la perte de fonction de SNORD. Les SNORD115 et 
SNORD116 sont des SNORD orphelins dont les gènes sont hébergés dans un locus 
génomique  lié au « syndrome de Prader-Willi ». Cette maladie rare est causée dans la plupart 
des cas par une large délétion de ce locus. La fonction précise des deux SNORD est largement 
incomprise ainsi que leur implication dans la pathologie. L’avènement de la technique 
d’édition du génome (CRISPR/Cas9) permit à l’équipe de créer des modèles murins avec de 
grandes délétions des SNORD afin d’évaluer leur fonction in vivo. J’ai largement contribué à 
la caractérisation moléculaire d’un modèle délété pour le cluster de gène du SNORD115 (KO-
SNORD115) en interrogeant notamment la conséquence de l’absence du SNORD115 sur la 
régulation de l’édition A vers I et de l’épissage du pré-ARN messager du gène codant pour le 
récepteur à la sérotonine 2C (5-HT2C) (Résultats-I, accepté pour publication à eLife). L’étude 
du profil des riboses méthylations de l’ARN ribosomique nous a permis de pointer des 
différences du niveau des méthylations durant le stade développemental de la souris 
(Résultats-II, Hebras et al., 2020).  
L’introduction décrit les SNORD, l’étendue des fonctions qu’ils exercent et la possibilité 
qu’ils agissent sur les ARNm puisque mon sujet de thèse se focalise sur l’hypothèse que le 
SNORD115 cible un ARNm. La suite de l’introduction donne un aperçu de l’implication des 
SNORD ou des méthylations dans des situations pathologiques afin d’aborder l’implication 
du locus hébergeant plusieurs SNORD orphelins dont le SNORD115 dans une pathologie 
humaine. J’ai développé la partie qui présente l’épissage et l’édition de l’ARNm 5-HT2C et 
des conséquences sur la fonctionnalité du récepteur produit. Cette introduction vise à infuser 
les notions nécessaires à une bonne compréhension des résultats. Les travaux sont présentés 
dans une seconde partie et s’articulent autour de deux articles scientifiques. Le premier décrit 
la caractérisation moléculaire, métabolique et comportementale de modèle KO-SNORD115 
dans l’hypothèse d’action du SNORD115 dans la régulation du 5-HT2C au travers de 
l’édition et/ou de l’épissage du pré-ARNm. Il sera prochainement publié dans eLife. Le 
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second, publié dans RNA Biology, décrit l’étude des riboses méthylations sur l’ARNr durant 






Le nucléole des mammifères contient des centaines de petits ARN nucléolaires à boîte 
C/D (SNORD) dont la grande majorité guide une 2’-O-ribose méthylation sur les précurseurs 
des ARN ribosomiques (pré-ARNr). Certains SNORD facilitent aussi les clivages que 
subissent le pré-ARNr ou modifient le petit ARN nucléaire U6. Des travaux récents laissent 
également entrevoir que certains SNORD interagissent avec des ARNm. C’est le cas par 
exemple pour SNORD115 qui est au cœur de mon travail de thèse. SNORD115 est exprimé 
uniquement dans le cerveau à partir de nombreux gènes répétés en tandem situés au locus 
SNURF-SNRPN dont l’expression est contrôlée par l’empreinte génomique parentale. Des 
défauts génétiques associés à ce locus chromosomique sont associés à une maladie rare: le 
syndrome de Prader-Willi (SPW).  SNORD115 est remarquable car il possède une longue 
complémentarité conservée avec l’ARNm codant un récepteur à la sérotonine, le variant  5-
HT2C. Certains travaux proposent que SNORD115 régule la voie 5-HT2C en modulant 
l’épissage alternatif ou l’édition A vers I du pré-ARNm 5-HT2C. Un défaut dans l’activité du 
5-HT2C pourrait être à l’origine de l’hyperphagie et/ou des anomalies comportementales qui 
caractérisent le SPW. Mon projet de thèse principal consistait à éprouver cette hypothèse 
grâce à un nouveau modèle murin CRISPR/Cas9 invalidé pour SNORD115. Mes résultats 
montrent que la perte d’expression de SNORD115 ne perturbe pas la régulation post-
transcriptionnelle du pré-ARNm 5-HT2C in vivo. D’autre part,  des études réalisées dans 
l’équipe n’ont pas permis de révéler des anomalies marquées dans les phénotypes anxio-
dépressifs, ni dans le comportement alimentaire. Ma thèse soulève donc des questions 
importantes quant au rôle régulateur de SNORD115 dans le cerveau et de sa contribution 
potentielle dans l’étiologie du SPW.  
 
En parallèle, j’ai aussi abordé le répertoire des 2’-O-méthylations de l’ARNr dans des tissus 
murins, notamment le cerveau. Ce travail s’inscrivait dans la thématique émergeante de la 
théorie du «ribosome spécialisé» qui propose qu’une hétérogénéité structurale des composants 
du ribosome puisse se traduire par des changements dans les capacités fonctionnelles du 
ribosome. Mes résultats montrent des variations dans la méthylation pour un nombre très 
limité de sites, et ce principalement au cours du développement. Aussi, les ribosomes des 
tissus développementaux sont globalement moins méthylés que ceux des tissus adultes. Nous 
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avons concentré nos efforts sur LSU-G4593 dont la méthylation guidée par SNORD78 est 
retrouvée uniquement au cours du développement. Nous proposons que des évènements 
d’épissage alternatif du gène-hôte de SNORD78 modulent la production de SNORD78, et de 
fait le niveau de méthylation LSU-Gm4593. Grâce à l’étude d’une lignée cellulaire humaine 
(HEK293) invalidée pour SNORD78, j’ai recherché les implications fonctionnelles de LSU-
Gm4593. A ce jour, mes travaux ne montrent pas un rôle marqué dans la prolifération 




The nucleolus of mammalian cells contains hundreds of box C/D small nucleolar RNAs 
(SNORDs). Majority of them, guide sequence-specific 2’-O ribose methylations into 
ribosomal RNA (rRNA). Some of them facilitate RNA folding and cleavages of ribosomal 
RNA precursors or guide ribose methylations into spliceosomal small nuclear RNA U6. 
Recent studies propose that some SNORD could target other transcripts, possibly messenger 
RNA as suggested by the brain-specific SNORD115. SNORD115 is processed from tandemly 
repeated genes embedded in the imprinted SNURF-SNRPN domain. Defects in gene 
expression at this domain are causally linked to rare disease: the Prader-Willi Syndrome 
(PWS). Excitingly, SNORD115 displays an extensive region of complementary to a brain-
specific mRNA encoding the serotonin receptor 5-HT2C. SNORD115 could influence 5-
HT2C signaling by fine-tuning alternative splicing or A to I RNA editing of 5-HT2C pre-
mRNA. Reduced 5-HT2C receptor activity could contribute to impaired emotional response 
and/or compulsive overeating that characterized the syndrome. My work was to test this 
hypothesis using a CRISPR/Cas9-mediated SNORD115 knockout mouse model. My results 
show that loss of SNORD115 expression, in vivo, does not alter the post-transcriptional 
regulation of 5-HT2C pre-mRNA processing. Others results from the team do not reveal any 
defects in anxio-depressive phenotypes and eating behaviour. Our study questions the 
regulatory roles of SNORD115 in brain functions and behavioural disturbance associated with 
PWS. 
 
On other hand, I have studied ribose methylation sites in rRNA from mouse tissues. This 
work was included in emerging field of the specialized ribosome hypothesis which suggests 
heterogeneity in ribosomes may impact activity of ribosomes. Our results show significant 
changes at few discrete set of sites, especially in rRNA from developing tissues. Also, rRNA 
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from developing tissues is globally less methylated than rRNA from adult tissues. We focus 
on LSU-Gm4593 site because this position is specifically methylated only during 
development and hardly ever detected in adult tissues. Methylation at LSU-G4593 is guided 
by SNORD78. We propose that the expression levels of SNORD78 during development 
appeared to be regulated by alternative splicing of the host-gene and to correlate with the 
methylation level of its target site at LSU-G4593. We’ve used a human cell line (HEK293T) 
inactivated for the SNORD78 gene in order to understand the functionally role of the 
corresponding ribose methylation. Our work did not demonstrate any overt cellular 








I. LES PETITS ARN NUCLÉOLAIRES A 
BOÎTES C/D 
J’ai délibérément choisi de ne pas détailler les petits ARN nucléolaires à boîte H/ACA, ni les 
ARN des corps de Cajal mais différentes revues sont accessibles (De Zoysa & Yu, 2017; 
Henras et al., 2017; Meier, 2017; Nicholas J. Watkins & Bohnsack, 2012). 
A. La famille des ARN C/D  
 
Les petits ARN C/D d’une longueur allant de 60 à 200 nucléotides, sont caractérisés par la 
présence de motifs consensus : les boîtes C et D. Il y a les petits ARN nucléolaires à boîtes 
C/D ou SNORD qui comme l’indique leur nom sont localisés dans le nucléole, sous-
compartiment du noyau des cellules eucaryotes  (Bachellerie et al., 2002). Il y a aussi chez les 
eucaryotes des ARN C/D qui ne s’accumulent pas dans le nucléole comme les SNORD mais 
dans les corps de Cajal au sein du noyau, ce sont les scaARN C/D (Darzacq et al., 2002). Il 
existe des homologues aux petits ARN nucléolaires chez les archées (sARN C/D) qui sont 
plus petits que leurs cousins eucaryotes (50-70 nucléotides) mais il n’y en a pas chez les 
bactéries (Dennis et al., 2015; Gaspin et al., 2000; Lui et al., 2018). 
Tous les ARN C/D contiennent des séquences conservées : la boîte C (RUGAUGA avec R 
qui est une purine) est localisée à côté de l’extrémité 5’ et la boîte D (CUGA) est localisée à 
côté de l’extrémité 3’. Ces extrémités sont rapprochées et s’apparient sur une courte séquence, 
c’est la tige terminale ou « 5’3’ stem ». La tige terminale et les boîtes C/D forment une 
conformation particulière, c’est le motif « kink-turn » ou « K-turn » (Chagot et al., 2019; 
Nicholas J. Watkins et al., 2000) (figure 1A). Ce motif est requis pour la fixation des 
protéines qui vont composer le complexe ribonucléoprotéique au sein de laquelle les ARN 
C/D vont exercer leur fonction. Dans la partie interne, les ARN contiennent des copies 
dégénérées des boîtes C et D : les boîtes C’ et boîtes D’ (Kiss-László et al., 1998; Pellizzoni et 
al., 1994; Tycowski et al., 1996). Chez les archées les boîtes C’/D’ forment une variante du 
kink-turn, le « k-loop » mais, souvent, chez les eucaryotes les boîtes C’/D’ ne peuvent pas 
former le motif kink-turn (Nolivos et al., 2005). Aussi l’intégrité de ces boîtes n’est pas 
nécessaire à la stabilité des ARN. L’espace entre les boîtes C et D’ ou C’ et D va renfermer 
les éléments antisens. Juste en amont de la boîte D et/ou D’, ces éléments de complémentarité 
permettent la reconnaissance d’un ARN cible. Grâce à ces segments, l’ARN C/D exerce un 
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rôle de guide (Kiss-László et al., 1996; E. Tran et al., 2005). En effet, la grande majorité de 
ces ARN participe à la modification d’un nucléotide, en guidant de manière site-spécifique 
l’ajout d’une 2’-O-ribose méthylation (J. Cavaille et al., 1996; Ganot et al., 1999; Kiss-László 
et al., 1996; Kiss et al., 2006).  
  
B. Les petits ARN nucléolaires C/D ou SNORD  
 
a. Biosynthèse des SNORD et biogenèse de la RNP 
 
La biogénèse des SNORD est variable et évolue d’une espèce à l’autre. On recense au moins 
250 gènes de SNORD chez l’homme (Weber, 2006; Yoshihama et al., 2013) et ils sont 
transcrits par la polymérase II, mais il existe quelques cas de SNORD transcrits par l’ARN 
polymérase III chez les plantes et levures (Dieci et al., 2009). Les gènes de SNORD possédant 
leur propre promoteur sont minoritaires chez l’homme, à l’inverse des plantes et levures 
(Nicholas J. Watkins & Bohnsack, 2012). Il y a chez l’homme trois gènes pour les 
SNORD3/U3, SNORD13/U13 et SNORD118/U8 qui possèdent leur promoteur et sont 
transcrits indépendamment (Ismael et al., 2016; Tyc & Steitz, 1989). À l’inverse, la grande 
majorité des SNORD sont issus d’un intron de gène codant ou non codant pour des protéines 
(Dieci et al., 2009). Ces SNORD sont alors issus d’introns excisés et débranchés qui sont 
digérés par la suite par des exonucléases 5’ vers 3’et 3’ vers 5’. La présence des boîtes C et D 
est nécessaire à la maturation en protégeant l’ARN, vraisemblablement en fixant des 
protéines, d’une dégradation exonucléolytique (Darzacq & Kiss, 2000). 
Dans les cellules eucaryotes, les SNORD transitent dans les corps de Cajal avant d’être 
dirigés vers le nucléole. Ces étapes vont faire intervenir de nombreuses protéines impliquées 
dans le transport, l’assemblage protéique ou la maturation des ARN (Massenet et al., 2017). 
De manière concomitante à leur production, les SNORD vont s’associer à des protéines 
spécifiques pour former un complexe ribonucléoprotéique (RNP) fonctionnel. Le cœur 
protéique de la RNP est formé de quatre protéines, toutes très conservées au cours de 
l’évolution. Chez les eucaryotes il s’agit de la fibrillarine (FBL), NHPX, NOP56 et NOP58 et 




À ce jour, les travaux structurels et mécanistiques, in vitro, se sont concentrés sur la RNP 
archéale (Aittaleb et al., 2003; Bortolin et al., 2003; Lin et al., 2011; Omer et al., 2002; E. J. 
Tran et al., 2003; Song Xue et al., 2010; Z. Yang et al., 2016; Ye et al., 2009). 
L’association de L7Ae/NHPX au niveau de la structure K-turn de l’ARN C/D est 
indispensable à l’assemblage des autres protéines au niveau de la particule RNP (N. J. 
Watkins et al., 2002; Nicholas J. Watkins et al., 2000). La structure de base de la snoRNP a 
une organisation et une composition protéique évolutivement conservées. Pour autant, L7Ae 
et NHPX ont des propriétés de liaison différentes. La protéine eucaryote NHPX reconnaît 
seulement le motif K-turn (Szewczak et al., 2002), au contraire de la protéine archéale, qui lie 
le motif K-turn et k-loop (Gagnon et al., 2010). Il n’est pas clair, in vivo, si la RNP eucaryote 
contient une protéine NHPX qui se lie au niveau des boîtes C’/D’ qui serait maintenue par des 
interactions protéines-protéines. 
Nop5 se dimérise, s’associe avec la fibrillarine avec son domaine N-terminal et avec la 
protéine L7Ae avec son domaine C-terminal. De même, les deux homologues protéiques 
Nop56/58 lient chacun une copie de la fibrillarine (Aittaleb et al., 2003). Nop58 interagit avec 
la boîte C, Nop56 interagit avec la boîte C’.Nop58 et Nop56 possèdent un domaine de 
dimérisation qui permet de connecter les motifs C/D et C’/D’. 
La fibrillarine possède un motif de liaison à l’ARN, un motif de liaison à la S-adenosyl-L-
méthionine (SAM) responsable de l’activité méthyl-transférase (Niewmierzycka & Clarke, 
1999). Chez la levure, des mutations thermosensibles dans ce domaine induisent l’absence 
totale de méthylation du pré-ARNr (Tollervey et al., 1993). La délétion du gène de la 
fibrillarine est létale chez les embryons de souris homozygotes et est associée à une apoptose 
massive dès les stades précoces de l’embryogénèse (Newton et al., 2003). Le gène de la 
fibrillarine est essentiel dans tous les organismes testés : levure, souris, protozoaire, plante, 
poisson zèbre (Amsterdam et al., 2004; Bouffard et al., 2018; David et al., 1997; Sang et al., 
2007; Tollervey et al., 1993).  
Le modèle conventionnel de la RNP chez l’archée fait état d’une particule dite symétrique et 
asymétrique chez les eucaryotes. NHPX se lie au K-turn, qui permet de mobiliser Nop58 et la 
fibrillarine au motif C/D, le domaine de dimérisation de Nop58 permet de stabiliser Nop56 et 
une autre copie de la fibrillarine au motif C’/D’ (Cahill et al., 2002) 
L’association du SNORD avec l’ARN cible forme un duplex où le 2’ hydroxyle du nucléotide 
de l’ARN cible situé à 5 paires de bases de la boîte D/D’ est le plus proche du site catalytique 
de la fibrillarine. Cette conformation gouverne la règle « +5 » (J. Cavaille et al., 1996; Kiss-




  Figure 1 : Structure et fonction guide de méthylation des SNORD. 
(A) La structure schématique des SNORD. Les boîtes conservées sont en bleu, les ARN cibles (orange) peuvent s’apparier en 
amont des boîtes D/D’. (B) Le SNORD s’associe avec les protéines cœurs pour former une RNP fonctionnelle. (C) Le SNORD 
(noir) contient des éléments antisens pour s’apparier avec un ARN cible (orange), généralement l’ARNr ou U6. Le nucléotide 
modifié (rouge) de l’ARN cible est celui qui est apparié avec le 5
ème
 nucléotide en amont de la boite D ou D’ du SNORD. Le 
SNORD sert de guide pour une méthyl-transférase, la fibrillarine qui catalyse l’ajout d’une méthylation en 2’ du ribose. (D) La 
2’-O-méthylation est le transfert d’un groupement méthyle vers l’atome d’oxygène du groupement hydroxyle en position 2’ du 




C. Les fonctions des SNORD  
 
Plusieurs fonctions sont attribuées aux SNORD : ils sont impliqués dans les réactions de 
clivage au cours de la maturation du pré-ARNr, dans le guidage de modifications des ARNnc 
(ribose méthylation, acétylation) (table 1). Certaines études rapportent que les SNORD 




Clivage et maturation du pré-ARNr 4 
2’-O-ribose méthylation de l’ARNr 153 
2’-O-ribose méthylation de l’ARNt 1 
2’-O-ribose méthylation de U6 7 
Acétylation de cytidine sur l’ARNr 1 
Orphelins 131 
Table 1 : Classification des SNORD humains selon leur fonction.  
Bases de données snOPY, snoRNABase et adapté de Krogh et al., 2016. 
 
Il faut noter qu’il y a des SNORD multicopies, des SNORD redondants (plusieurs SNORD peuvent 
guider une modification à la même position) ou des SNORD avec plusieurs fonctions (par exemple : 
modifier à la fois l’ARNr et U6).  
  
a. Les SNORD et le clivage du pré-ARN ribosomique 
 
Chez les eucaryotes,  le ribosome est composé de deux ribonucléoprotéines : la petite sous-
unité 40S, qui contient l’ARNr 18S associé à une trentaine de protéines ribosomales et la 
grande sous-unité 60S, qui contient les ARNr 5S, 5.8S et 28S associés à une cinquantaine de 
protéines ribosomales. La biogenèse des ribosomes est un processus complexe avec de 
nombreuses étapes de maturation. L’ARN polymérase I synthétise les ARNr 18S, 5.8S et 28S 
sous forme d’un grand précurseur : le pré-ARNr 45/47S. Ce long transcrit primaire subit, 
durant les étapes précoces de maturation, des modifications post-transcriptionnelles. Le pré-
ARNr subit ensuite des réactions endo et exonucléolytique pour libérer les ARNr matures qui 
vont pouvoir former les sous-unités ribosomiques. Certaines étapes de clivage se déroulent 
dans le nucléole et nécessitent l’intervention des SNORD3 (U3), SNORD14 (U14), 
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SNORD118 (U8), SNORD22 (U22), SNORA73 (U17) et l’ARN de l’endoribonucléase MRP 
qui est requise pour la maturation de l’extrémité 3’ de l’ARNr 5.8S. Des expériences de 
délétion des SNORD ou de maturation in vitro du précurseur des ARNr ont montré qu’ils 
jouaient un rôle dans les clivages du pré-ARNr.  L’absence de ces SNORD chez la levure est 
souvent létale avec une accumulation d’intermédiaires de maturation du pré-ARNr. Ces 
snoARN présentent des caractéristiques originales de la majorité des SNORD. Ils sont plus 
longs que les SNORD-guides de méthylation et possèdent des domaines plus spécifiques. Les 
éléments de complémentarité avec le pré-ARNr sont différents dans leur structure et leur 
localisation des autres SNORD présentés plus tôt. En se liant au pré-ARNr, ces snoARN 
joueraient un rôle chaperon facilitant les réactions de clivages (Nicholas J. Watkins & 
Bohnsack, 2012). 
Les SNORD3, SNORD14 et SNORD22 sont nécessaires aux clivages menant à l’ARNr 18S 
de la petite sous-unité (Brenda A. Peculis, 2001). SNORD14 est spécifique des eucaryotes 
mais sa fonction varie selon les organismes. Il a une fonction double distincte en guidant une 
méthylation ribose sur l’ARNr 18S et en participant au clivage de l’ARNr 18S. De façon 
intéressante, SNORD14 du nématode Caenorhabditis elegans ne possède pas la séquence liée 
au clivage de pré-ARNr tandis que chez l’organisme Drosophila, il manque la séquence 
nécessaire pour méthyler l’ARNr 18S (Huang et al., 2007; Yuan et al., 2003).  
Le SNORD118, chez les eucaryotes, est requis dans les clivages menant à la production de 
l’ARNr mature 5.8S et l’assemblage des ARNr 5.8S et 28S (Langhendries et al., 2016; B A 
Peculis, 1997; Brenda A. Peculis & Steitz, 1993; Srivastava et al., 2010). 
 
b. Les SNORD, guides de 2’-O ribose méthylations  
 
La fonction majeure des SNORD est de participer à la modification de nucléotides d’autres 
ARN cellulaires, en guidant l’ajout de 2’-O-ribose méthylation à un nucléotide spécifique.  
La 2’-O-méthylation est le transfert d’un groupement méthyle du S-adénosyl-méthionine vers 
l’atome d’oxygène du groupement hydroxyle en position 2’ du ribose du nucléotide ciblé 
(figure 1D). Les bactéries possèdent aussi des nucléotides 2’-O-méthylés en nombre très 
réduits (<10 résidus) mais pas de petit ARN C/D. Ce sont des protéines qui vont reconnaître 
et catalyser cette modification à un site précis (Caldas et al., 2000; Lövgren & Wikström, 
2001; Purta et al., 2009).  
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La reconnaissance de l’ARN cible par les SNORD se fait grâce aux segments de 
complémentarité situés en amont de la boîte D et/ou D’ (figure 1C). Chez l’homme, les 
appariements SNORD-ARNr s’étendent sur 8 bp à 19 bp, la moyenne est d’une longueur de 
12 bp (Krogh et al., 2016). Au sein des RNP, les SNORD vont assurer la fonction de guide 
pour spécifier la position à modifier dans l’ARN cible (J. Cavaille et al., 1996; Kiss-László et 
al., 1996; Nicoloso et al., 1996) et c’est la protéine FBL de la RNP qui possède l’activité 
catalytique méthyltransférase. Le nucléotide modifié est le 5
ième
 nucléotide apparié en amont 
de la boîte D ou D’. Les ARN ciblés chez les eucaryotes sont en majorité l’ARN ribosomique 
et le snARN U6 (Tycowski et al., 1998) mais aussi un ARN de transfert (Vitali & Kiss, 2019).  
 
i. Les SNORD-guides de méthylation sur l’ARNr  
 
Les 2’-O-riboses sont les principales modifications des ARNr (avec les pseudouridines). Le 
nombre de ces modifications sur l’ARNr varient en fonction des organismes. Chez les 
eucaryotes, Saccharomyces cerevisiae possède 55 méthylations en 2’-O-ribose, Homo sapiens 
possède 112 méthylations (68 sur le 28S, 42 sur le 18S, 2 sur le 5.8S) (Krogh & Nielsen, 
2019; Taoka et al., 2016, 2018). 
Au point de vue moléculaire, la 2’-O-méthylation favorise la conformation 3’-endo du 
nucléotide modifié, qui éloigne le groupement méthyle au ribose, de la base et du 3’phosphate 
(Natchiar et al., 2018). Cette conformation induit une rigidité du nucléoside et une 
stabilisation de l’interaction d’empilement des bases pour rigidifier la structure ARN.  
La présence de cette modification inhibe l’hydrolyse des liaisons internucléotidiques et rend 
le nucléotide modifié résistant à une large variété de nucléases. Le nucléoside méthylé a une 
hydrophobicité augmentée ce qui module ses propriétés d’interaction. Cette modification 
augmente la stabilité thermodynamique des liaisons ARN/ARN ce qui pourrait permettre de 
stabiliser les conformations secondaires et tertiaires de l’ARNr (Butcher & Pyle, 2011). La 
méthylation du 2’OH peut inhiber les interactions ARN/protéine en créant un encombrement 
stérique (Lacoux et al., 2012) ou en bloquant la formation de liaison hydrogène qui implique 
le 2’OH (Treger & Westhof, 2001). 
 
Les méthylations (ainsi que les pseudouridines) sont largement localisées au niveau de 
régions importantes pour la fonction du ribosome comme le centre de décodage, le centre de 
transfert de la liaison peptidique, le tunnel de sortie du peptide ou à l’interface entre les sous-
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unités (Natchiar et al., 2017) (figure 2). Ces observations et le caractère conservé des 
positions méthylées laissent imaginer un rôle majeur des méthylations dans la fonctionnalité 
du ribosome.   
La délétion du gène codant pour FBL montre que l’ensemble des 2´-O-méthylations des 
ARNr est nécessaire à la survie de la levure (Tollervey et al., 1993). Pour autant le rôle de 
chaque méthylation reste largement incompris. La levure permet d’étudier le rôle spécifique 
d’une méthylation (via la délétion du snoARN qui guide cette dernière). Des expériences ont 
montré qu’aucune méthylation de l’ARNr n’est nécessaire à la survie cellulaire. Mais la perte 
d’une seule modification au niveau du centre de décodage, du centre de transfert de la liaison 
peptidique ou de l’hélice 69 modifie le taux d’incorporation d’acide aminés, augmente le taux 
de translecture du ribosome ou altère la structure du ribosome mature (Baudin-baillieu et al., 
2009; Esguerra et al., 2008). L’absence simultanée de plusieurs méthylations entraîne des 
effets cumulés avec des défauts conséquents sur la croissance cellulaire, l’accumulation des 
ribosomes ou l’efficacité de traduction (X. H. Liang et al., 2009; X. hai Liang et al., 2007). 
Ces études sur la levure révèlent que les modifications du ribosome et notamment les 
méthylations ribose modulent l’efficacité de traduction du ribosome.  
Chez les vertébrés, le rôle physiologique des méthylations de l’ARNr reste peu documenté. 
Une expérience de knockdown à l’aide de morpholino montre que SNORD26, SNORD44 ou 
SNORD78 (du locus GAS5) et la perte de méthylation, même à une seule position, cause de 
sévères effets dans le développement précoce du poisson zèbre (Higa-Nakamine et al., 2012). 
Chez la souris la diminution de deux méthylations sur le 28S (28S-C2848, 28S-G2863) suite à 
la diminution du SNORD-guide SNORD50 (knockdown SNORD50) ne cause pas de défaut 
sur la croissance et la viabilité des souris mais les souris présentent une augmentation du 
volume de la rate et des nœuds lymphatiques (Soeno et al., 2013). Une autre étude rapporte, 
pour SNORD50, un rôle indépendant des modifications du 28S, sur l’activité de GTPases 
cytoplasmiques (voir I-D-c). Il existe une souris knockout  pour SNORD32A, 33, 34, 35A 
issus du gène hôte RPL13A, qui guident chacun une méthylation sur l’ARNr (18S-G1328, 
18S-U1326, 28S-U2590, 28S-C4188). Cette souris est viable, fertile, sans phénotype 
pathophysiologique apparent en condition normale de laboratoire (J. Lee et al., 2016). Des 






Figure 2 : Distribution des modifications de l’ARNr de S.cerevisiae. 
Les 2’-O-methylations (violet), les pseudouridines (bleu) et les modifications de base (orange) qui décorent le ribosome 
80S de levure sont indiquées. Les régions fonctionnellement importantes pour le ribosome (le centre peptidyl-transferase 
(PTC), le site de décodage, et le pont eB14 entre les sous-unités) sont riches en modifications. D’après Sloan et al., 2017. 
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a) La ribose méthylation dans l’hétérogénéité du ribosome 
 
Il y a de nombreuses sources d’hétérogénéité du ribosome et les méthylations dans les 
modifications de l’ARNr en font partie. La technique récente de RiboMeth-seq permet de 
quantifier le niveau de méthylation de chaque site et détecte des sites qui sont partiellement 
modifiés (substoichiométriques), ce qui change la vision ancienne selon laquelle les 
modifications de l’ARNr seraient constitutivement présentes (Birkedal et al., 2015; Krogh et 
al., 2016; Marchand et al., 2016). La présence de ces sites sous-méthylés encourage l’idée de 
la coexistence de ribosomes distincts dans les cellules. De nombreuses questions se posent sur 
la fonctionnalité de cette observation. Est-ce que le niveau de méthylation de l’ARNr peut 
moduler les capacités du ribosome ? Est-ce que certains ARNm sont préférentiellement 
traduits par des ribosomes avec un profil de méthylation particulier ? Ce champ de recherche 
est en plein essor (Lo Monaco et al., 2018; S. Sharma & Lafontaine, 2015; Sloan et al., 2017). 
Des travaux pionniers ont montré que l’augmentation de l’agressivité des cellules cancéreuses 
s’accompagne de changement dans le niveau de méthylation de l’ARNr (Belin et al., 2009). 
La sur-expression de FBL, dans le cancer du sein, associé à un changement du niveau de 
méthylation de l’ARNr, déclenche la traduction préférentielle de certains ARNm impliqués 
dans les processus de tumorigenèse comme IGF1R, MYC, FGF1/2, VEGFA (Marcel et al., 
2013). Le niveau de méthylation semble associé à une reprogrammation traductionnelle afin 
d’augmenter la traduction IRES-dépendante en faveur de l’expression de gènes oncogéniques. 
Lors du knockdown (KD) de la protéine FBL, il y a une diminution de méthylation qui n’est 
pas globale mais présente sur certains sites de l’ARNr (Erales et al., 2017; S. Sharma et al., 
2017). Les ribosomes purifiés produits ont été étudiés dans un modèle de traduction in vitro. Il 
s’avère que l’initiation de la traduction IRES-dépendante d’IGF1R et d’ARN viraux est 
directement affectée par le niveau de méthylation de l’ARNr (Erales et al., 2017).  
Dans les cellules humaines, 1/3 des sites sont partiellement méthylés (56 à 90%) (Krogh et al., 
2016) et les sites hypométhylés sont ceux qui sont les plus sensibles au niveau de la 
fibrillarine ou la protéine P53 (qui inhibe l’expression de FBL), ces sites pourraient apporter 
une certaine plasticité au ribosome. Les positions modifiées au centre de décodage et du 
centre peptidyl-transférase sont relativement robustes, sûrement car ces parties assurent les 
fonctions essentielles du ribosome. Ces premiers résultats suggèrent que la plasticité du 
niveau des méthylations est un mécanisme pour moduler l’activité des ribosomes. D’autres 
acteurs moléculaires (des protéines : NPM1, FMRP, DDX21 ; un ARN long non codant 
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ZFAS ; des fragments d’ARN …) semblent moduler de façon spécifique le niveau de 
méthylation de quelques sites (M. F. Burke et al., 2018; D’Souza et al., 2018; Nachmani et al., 
2019; Poole et al., 2017; Huizhe Wu et al., 2020).  
 
ii. Les SNORD-guides de méthylation sur U6  
 
Le spliceosome est un complexe ribonucléoprotéique qui catalyse les réactions d’épissage du 
pré-ARN messager, au niveau des structures nucléaires appelées speckles. Ce complexe est 
composé de nombreuses protéines et de 5 petits ARN, snARN U1, U2, U4, U5 et U6.  
Le petit ARN U6 est le seul de la famille des snARN à être transcrit par la polymérase III et 
au cours de sa maturation, il transite par le nucléole pour subir des modifications comme pour 
l’ARNr, des méthylations et des conversions d’uridine en pseudouridine guidées par les 
SNORD et SNORA respectivement (Lange & Gerbi, 2000). Chez la levure, le nombre de 
méthylation varie en fonction de l’espèce, aucune n’est détectée chez S. cerevisaie contre 
quatre méthylations chez S.pombe (Bohnsack & Sloan, 2018). Chez les vertébrés, on 
dénombre huit méthylations ribose sur U6 (Didychuk et al., 2018), qui sont guidées par sept 
SNORD : SNORD7 (Zhou, 2002), SNORD8 et SNORD9 (Ganot et al., 1999), SNORD10 
(Tycowski et al., 1998), SNORD23 (Gumienny et al., 2017), SNORD67 (Hüttenhofer et al., 
2001) et SNORD94 (Vitali et al., 2003). SNORD10 modifie à la fois l’ARNr 28S et U6 
(Tycowski et al., 1998). Les autres snARN subissent les mêmes modifications mais elles vont 
prendre place dans un autre sous-compartiment nucléaire, les corps de Cajal, et sont donc 
guidées par les scaARN (Darzacq et al., 2002).  
Les méthylations sur U6 sont localisées dans une région qui interagit transitoirement avec U4 
durant la formation du spliceosome (figure 3). La fonction de ces méthylations sur U6 reste 
mal comprise mais elles serviraient à affiner la fonction d’épissage du spliceosome 
(Nagasawa et al., 2018). Deux études ont pointé l’importance de celles-ci et leur implication 
dans des situations pathologiques comme l’infertilité (X. Wang et al., 2020) et le syndrome 









Figure 4 : SNORD97 guide une méthylation sur l’ARNt
Met 
élongateur. 
SNORD97 et SCARNA97 présentent une complémentarité en amont de leur boite D avec l’ARNt
Met
 élongateur. 
La méthylation guidée est indiquée en rouge (CH3). C’est la position C34 de la boucle anticodon (soulignée) qui 
est modifiée.  
 
  
Figure 3 : Distribution des modifications du petit ARN nucléaire U6 (snARN U6) humain. 
L’interaction avec le petit ARN nucléaire U4 (snARN U4) implique une région de U6 riche en 2’-O-ribose 
méthylation (rond vert). D’après Ayadi et al., 2019. 
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iii. Guide de méthylation d’un ARN de transfert  
 
Des analyses bio-informatiques ont permis de prédire que deux ARN C/D orphelins 
SNORD97 et SCARNA97 qui partagent la même séquence de complémentarité guident la 
méthylation ribose au niveau de l’ARNt élongateur méthionine (ARNt
Met
) (Vitali & Kiss, 
2019) (figure 4). Ce sont deux ARN C/D qui ont une localisation différente (nucléolaire 
versus corps de Cajal) et qui guident le même ARN cible. Dans des cellules humaines, les 
expériences de déplétion et de sauvetage du SNORD97, du SCARNA97 ou des deux 
montrent que ces deux ARN C/D vont avoir une action coordonnée dans la méthylation de 
l’ARNt. Chez l’archée, les ARN C/D sont aussi capables de modifier les ARNt (Clouet-
D’Orval et al., 2005; d’Orval, 2001; Lui et al., 2018) et notamment l’ARNt
Met
 élongateur 
(Joardar et al., 2011). Ce travail révèle pour la première fois que cette fonction de guide de 
méthylation d’ARNt est  conservée chez les eucaryotes. Cette méthylation prend place au 
niveau de la position C34 de la boucle anticodon qui peut subir un clivage par l’angiogénine 
en cas de stress oxydatif et former deux fragments stables de l’ARNt (tRF). L’absence de 
SNORD97 et de SCARNA97 aboutit à l’accumulation de tRF en présence d’arsénite. La 
méthylation C34 de l’ARNt
Met
 élongateur protège son clivage par l’angiogénine lors d’un 
stress oxydatif et régule la production des tRF d’autant que l’on attribue à ces fragments tRF 
de multiples fonctions biologiques comme dans la réponse au stress ou dans la régulation de 
l’expression génique (Shen et al., 2018). 
 
c. Le SNORD13 guide l’acétylation de l’ARNr 
 
Chez les eucaryotes, l’ARNr 18S contient deux cytidines acétylées en position N4 (ac
4
C) qui 
sont localisées au niveau des hélices 34 et 45, deux régions fonctionnellement importantes 
pour le ribosome (Chernoff et al., 1996; X. H. Liang et al., 2009).  La fonction précise de ces 
deux ac
4
C n’est pas comprise. Nous savons cependant que leur synthèse est catalysées par 
l’acétyltransférase Kre33 (levure)/NAT10 (homme) et requiert l’intervention de SNORD (S. 
Sharma et al., 2015, 2017; Suzuki et al., 2014) En effet, des invalidations génétiques chez la 
levure S.cerevisiae ont montré que snR4 et snR45, en s’appariant de part et d’autre du résidu 
à acétyler, sont impliqués, respectivement, dans la synthèse de ac
4
C1280 de l’hélice 34 et 
ac
4





Figure 5 : SNORD13 guide l’acétylation 1842 sur le 18S. 
SNORD13 (U13) présente deux séquences de complémentarité distantes l’une de l’autre qui s’hybrident en 






Les modalités d’appariements sont différentes de celles mis en jeu dans le guidage des 
méthylation en 2’-O-ribose et le mode d’action de snR4 et snR45 dans la sélection du résidu à 
acétyler demeure encore mystérieux. Chez l’homme, SNORD13 (U13) présente aussi des 
appariements avec l’ARNr comparables à ceux de snR45 (Bachellerie et al., 1995) et sa 
déplétion par RNAi s’accompagne de la diminution de moitié de l’acétylation du 18S à cause 
de l’absence de ac
4
C1842 de l’hélice 45(S. Sharma et al., 2015) (figure 5). SNORD13 est donc 
fonctionnellement apparenté à snR45. En effet, cette hypothèse est aussi étayée par des 
travaux non publiés de notre équipe qui montre que la synthèse de l’acétylation de l’hélice 45 
est totalement abolie dans des cellules humaines en culture ou dans des lignées de poisson 
zèbre knockout pour le gène SNORD13. Le knockout de SNORD13, et donc la disparition du 
résidu ac
4
C1842, ne provoque pas d’anomalies développementales évidentes. Plus récemment, 
il a été aussi démontré chez les archées que les ARNr possédaient aussi de nombreux résidus 
acétylés (Coureux et al., 2020; Sas-Chen & Schwartz, 2019). Il n’existe cependant aucune 
évidence à ce jour indiquant que ces dernières exigent l’intervention de petits ARN C/D.  
 
D. Les SNORD orphelins 
 
L’avènement de nombreux travaux de clonage des petits ARN a permis l’identification de 
SNORD pour lesquels il n’existe aucune complémentarité évidente de séquence avec l’ARNr 
ou les snARN (Hertel et al., 2008; Hüttenhofer et al., 2001; Vitali et al., 2003) (table 2). Ces 
SNORD n’ont alors pas de cible prédite et sont qualifiés d’« orphelins ». Deux larges 
domaines chromosomiques (DLK1-DIO3, SNURF-SNRPN) regroupent la majorité des gènes 
des SNORD orphelins (soulignés dans la table 2). Ces locus sont régulés par l’empreinte 
génomique parentale et les gènes des SNORD sont répétés. Les SNORD issus de ces deux 
locus présentent d’autres particularités comme une expression restreinte à certains tissus,  et 
spécifiques des mammifères placentaires comme SNORD115 et SNORD116 qui sont 
présentés plus tard. Le profil de méthylation de l’ARNr est bien établi maintenant ce qui 
écarte la possibilité que ces SNORD soient des guides de méthylation à de nouvelles positions 
(Krogh & Nielsen, 2019; Taoka et al., 2016, 2018). Le rôle de ces SNORD reste énigmatique 





SNORD Nombre de 
copie 
génomique 
Gène hôte  
SNORD23 1 GLTSCR2 
SNORD64 1 SNURF-SNRPN 
SNORD89 1 RNF149 
SNORD90 1 RC3H2 
SNORD101 1 RPS12 
SNORD12C 1 ZFAS1 
SNORD73A, B 2 RPS3A 
SNORD83B 1 RPL3 
SNORD74 1 DDX39B 
SNORD86 1 NOP56 
SNORD117 1 DDX39B 
SNORD112 1 MEG8 
SNORD113 9 MEG8 
SNORD114 31 MEG8 
SNORD107 1 SNURF-SNRPN 
SNORD108 1 SNURF-SNRPN 
SNORD109A, B 2 SNURF-SNRPN 
SNORD115 42 SNURF-SNRPN 
SNORD116 29 SNURF-SNRPN 
SNORD123 1 LOC100505806 
SNORD124 1 MED24 
SNORD125 1 AP1B1 
Table 2 : Liste des SNORD orphelins chez l’homme.  
Les SNORD soumis à l’empreinte génomique parentale sont soulignés, ils sont issus de deux gènes hôtes : 





Figure 6 : Des interactions avec des ARNm prédites pour SNORD83B. 
L’étude des interactions ARN/ARN par LiGR-seq propose une association de SNORD83B avec les ARNm 
NOP14, SRSF3, RPS5. Le niveau des trois ARNm augmente spécifiquement en condition de knock-down du 





E. Est-ce que les SNORD agissent sur les ARNm ? 
 
De plus en plus d’études constatent que les SNORD ont des propriétés plus variées que le 
pilotage de 2’-O méthylation sur l’ARNr et U6 (Danny Bergeron et al., 2020). Une possibilité 
émergente est que les SNORD agissent sur les ARN messagers. La partie suivante présente 
les recherches qui soutiennent cette hypothèse. 
 
a. Des interactions entre SNORD et ARNm ? 
 
C’est un protocole particulier, LIGR-seq, qui a mis en évidence des interactions du 
SNORD83B avec des ARNm (E. Sharma et al., 2016). Cette technique a pour but de détecter 
les interactions ARN/ARN. Les duplex ARN/ARN sont figés, les extrémités des ARN qui 
sont physiquement proches (et donc possiblement en interaction) sont ligués et ces ARN 
hybrides sont séquencés. Ce protocole a permis de révéler l’interactome global ARN/ARN qui 
prend place dans les cellules humaines en culture. Cette technique détecte des nouvelles 
interactions comme pour SNORD89 avec U2 et des SNORD avec des ARNm comme pour 
SNORD83B avec trois ARNm (NOP14, RPS5, SRSF3) (figure 6). Avec d’autres techniques 
similaires, les chercheurs ont aussi proposé de nouvelles interactions avec l’ARNr ou des 
ARN messagers (Aw et al., 2016; Cai et al., 2020; Lu et al., 2016; E. Sharma et al., 2016). 
Toutefois, ces techniques détectent toutes les interactions ARN/ARN et le nombre de 
séquences chimères impliquant les snoARN est assez faible. La véracité de la majorité de ces 
interactions n’est pas expérimentalement prouvée. Par qPCR, le niveau de trois ARNm 
NOP14, RPS5, SRSF3 augmente spécifiquement en condition de knock-down du 
SNORD83B (E. Sharma et al., 2016). Les SNORD pourraient réguler le niveau mais aussi 
l’épissage alternatif des certains ARNm avec lesquels ils interagissent. Des expériences de 
knock-down du SNORD27 montrent un changement du profil d’épissage d’un minigène E2F7 
(Falaleeva et al., 2016). L’interaction entre le SNORD27 et E2F7 a été prouvée par 
immunoprécipitation du minigène et analyse de l’ARN par northern blot mais n’a pas été 
observée dans le protocole LIGR (E. Sharma et al., 2016). Le SNORD27 guide la méthylation 
Am27 du 18S mais son rôle dans la régulation de l’épissage prendrait place au sein d’une 
RNP différente, dépourvue de FBL. Une fonction similaire a été rapportée pour le 
SNORD88C qui guide une méthylation sur le 28S mais régulerait aussi l’épissage alternatif 
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du pré-ARNm FGFR3 (Scott et al., 2012). SNORD115 est aussi prédit pour moduler 
l’épissage alternatif du pré-ARNm 5-HT2C (voir section II-C). 
 
b. Des riboses méthylations au sein des ARNm ? 
 
La fonction majeure des SNORD est le guidage de 2’-O-ribose méthylation, si les SNORD 
interagissent avec des ARNm, cela pourrait aboutir à la présence de méthylations au sein des 
ARNm et avoir des conséquences, notamment, sur la traduction.  
Les méthylations internes des ARNm pourraient affecter les interactions ARNm/ARNt ou de 
l’ARNm au sein du ribosome et affecter la dynamique de traduction. In vitro, la 2’-O-
méthylation d’un ARNm synthétique abolit sa traduction (spécialement si elle se trouve au 
deuxième nucléotide du codon) (Hoernes et al., 2016, 2018). Plusieurs étapes de la traduction 
sont affectées, ce qui aboutit souvent au rejet de l’ARNt au niveau du codon qui contient un 
nucléotide avec une ribose méthylation (Choi et al., 2018) (figure 7). L’injection d’un ARN 
C/D artificiel et d’un pré-ARNm exogène dans les oocytes de xénope causent des défauts 
d’épissage du pré-ARNm lorsque l’ARN C/D guide une ribose méthylation au niveau de 
l’adénosine du point de branchement du pré-ARNm (Ge et al., 2010). 
Chez la levure, l’équipe de W. Gilbert, dans une étude publiée sur BioRkiv a identifié des 
milliers d’ARNm avec une ou plusieurs ribose méthylation et Spb1 serait la principale 
méthyltransférase responsable de ces modifications (Bartoli et al., 2018). SPB1 est une 
méthyltransférase qui modifie une position de l’ARNr de la grande sous-unité chez la levure 
(Lapeyre & Purushothaman, 2004). Pour autant les chercheurs n’écartent pas que certaines 
positions soient modifiées via le guidage de SNORD. L’expression de SPB1 est requise pour 
maintenir le niveau des ARNm modifiés qui produisent pour la plupart des protéines 
ribosomales. La méthylation au niveau des gènes codant pour des protéines ribosomales aurait 
un rôle positif dans leur production et la biogénèse des ribosomes.  
Le protocole de Nm-seq a d’abord été appliqué aux cellules HEK et HeLa et les chercheurs 
ont rapporté, respectivement, près de 700 et 2000 sites avec une méthylation au ribose. Dans 
les cellules HeLa, la majorité des sites sont positionnés  sur 1200 transcrits dont 89% sont des 
ARN codants pour des protéines (Qing Dai et al., 2017, 2018). Ils n’ont pas identifié de 





Figure 7 : La présence de 2’-O-ribose méthylation (Nm) au sein des ARNm affecte sa traduction in vitro. 
La présence de la méthylation en deuxième position dans un codon affecte l’interaction avec l’ARNt, retarde 
l’activation de EF-Tu pour l’hydrolyse du GTP et cause une augmentation du rejet de l’ARNt durant l’étape de 





Une étude propose l’action de deux SNORD-guides de méthylation d’un ARNm codant pour 
la peroxidasine (PXDN) (Elliott et al., 2019). SNORD32A et SNORD51 présentent en amont 
de leur boîte D’, la même complémentarité imparfaite sur 11 nucléotides contre cet ARNm. 
Les chercheurs utilisent la technique RTL-P pour montrer une diminution de la méthylation 
dans un modèle cellulaire quand celui est délété pour les deux SNORD simultanément et dans 
le tissu cardiaque d’un modèle murin délété pour SNORD32A. La présence de la méthylation 
est associée à une augmentation de l’expression de l’ARNm mais une inhibition de sa 
traduction.  
 
c. Des conséquences physiologiques ? 
 
SNORD60 guide une ribose méthylation à la position G4340 du 28S mais une étude révèle 
qu’il est impliqué dans le transport du cholestérol de la membrane plasmique au réticulum 
endoplasmique (Brandis et al., 2013). Une diminution de l’expression du SNORD60 dans des 
cellules en culture réduit le trafic du cholestérol aux membranes internes et ce défaut est 
reversé par la surexpression du SNORD60 qui possède sa séquence de complémentarité au 
28S et la boîte D’ intactes. Le défaut du trafic du cholestérol n’est pas causé par un défaut de 
méthylation du 28S car la diminution du SNORD60 n’aboutit pas une diminution de la 
méthylation Gm4340. Le rôle précis du SNORD60 dans le métabolisme du cholestérol n’est 
pas bien compris (Brandis et al., 2013; Reed et al., 2008). 
De même il semble que les SNORD issus du gène hôte qui code pour RPL13A (une protéine 
ribosomique) présentent des fonctions dans le métabolisme des lipides. La lipotoxicité est une 
réponse physiologique contre la présence en grande quantité de lipide, ce qui peut arriver en 
cas d’obésité. Cela implique une réponse au stress via l’activation de la NADPH oxydase, une 
dysfonction des mitochondries et la mort cellulaire. Le knockdown des SNORD32A, 33, 35 
confère une résistance à la lipotoxicité et au stress oxydatif in vitro (Michel et al., 2011). Une 
souris homozygote KO spécifiquement pour les quatre SNORD (SNORD32A,33,34,35) issus 
du gène RPL13A (Rpl13a-snoless) est viable mais présente des défauts de l’homéostasie du 
glucose (augmentation de la sécrétion d’insuline, de la tolérance au glucose, défaut du 
métabolisme des mitochondries, résistance au diabète…) (J. Lee et al., 2016).  
Des observations indiquent que ces SNORD peuvent s’accumuler dans le cytoplasme lors 
d’un stress oxydatif suite à l’activation de NAPDH oxydase et la présence d’ion superoxide 
(Holley et al., 2015; Michel et al., 2011), ce qui laisse imaginer qu’ils puissent cibler et agir 
Introduction 
38 
sur des ARNm impliqués dans la réponse au stress oxydatif en ciblant notamment l’ARNm de 
la peroxidasine (Elliott et al., 2019) ou directement sur des protéines. C’est le cas des 
SNORD50A et SNORD50B qui ont une action à l’extérieur du noyau et se lient à des 
GTPases cytosoliques dont K-Ras. Ces SNORD inhibent l’activation de K-Ras en rentrant en 
compétition d’autres protéines nécessaires à l’activation de la signalisation oncogénique 
initiée par K-Ras. La délétion de ces SNORD participe à la tumorigenèse via 
l’hyperactivation des oncoprotéines Ras (Che et al., 2019; Siprashvili et al., 2015). 
  
F. Les techniques d’analyse des riboses méthylations 
 
Je vais expliquer brièvement le principe de certaines techniques que j’ai citées dans cette 
introduction ou que j’ai utilisées durant ma thèse (RTL-P, RiboMeth-seq, Nm-seq).  
La présence d’une ribose méthylation sur l’ARN induit une pause de la transcriptase inverse 
en condition de concentration dNTP limitante. On peut étudier l’état de méthylation d’une 
position grâce à cette propriété avec deux techniques : la transcription inverse radioactive ou 
la RTL-P (figure 8). La première nécessite une transcription inverse réalisée en présence 
d’une concentration croissante de dNTP avec un oligonucléotide radioactif s’hybridant en 
aval de la zone avec le site à étudier. A faible concentration de dNTP, la ribose méthylation va 
bloquer l’élongation de la reverse transcriptase, ce qui aboutit à des ADN complémentaires 
(ADNc) tronqués qui se termineront au nucléotide juste avant celui qui est modifié. Cette 
pause n’est pas induite lors de la même réaction en présence d’une plus forte concentration de 
dNTP. Les différents produits sont analysés suite à une migration haute résolution et 
autoradiographie (Maden, 2001). La RTL-P est une stratégie alternative ne nécessitant pas  de 
radioactivité. Elle couple la transcription inverse à une amplification PCR ou une 
amplification quantitative qPCR (Belin et al., 2009; Z. W. Dong et al., 2012). Certains 
changements observés en RTL-P ne sont parfois pas confirmés avec une autre technique plus 
sensible (Erales et al., 2017; Marcel et al., 2013). Certaines méthylations échappent à la 
détection avec ces méthodes si la région est riche en modification (méthylation au  ribose, de 
base, pseudouridine) ou si le niveau de méthylation est faible. Des mises au point sont 
nécessaires pour choisir l’amorce pour la transcription inverse, la concentration limitante de 
dNTP ou la concentration d’ARN. 
Ces techniques ne permettent d’analyser qu’une à deux positions méthylées à la fois mais 
récemment, plusieurs groupes ont développé des méthodes qui exploitent les différentes 
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propriétés de la 2’-O-méthylation, associées à du séquençage haut débit : RiboMeth-seq 
(Birkedal et al., 2015; Marchand et al., 2016), RibOxi-seq (Zhu et al., 2017), 2’OMe-seq 
(Incarnato et al., 2017), Nm-seq (Qing Dai et al., 2017; Tang et al., 2020). Ces techniques ont 
l’avantage d’être plus sensibles que les méthodes traditionnelles et d’étudier l’ensemble des 
méthylations de l’ARNr en même temps. Elles sont utilisées en combinaison et de manière 
complémentaire notamment pour établir le répertoire des méthylations de l’ARNr 
d’organismes moins étudiées (Rajan et al., 2020). La table 3 résume les principales 
caractéristiques des techniques associées au séquençage haut débit. 
 
La technique de RiboMeth-seq (ribosome methylation sequencing) développée par l’équipe 
d’Henrik Nielsen a l’avantage d’être quantitative en assignant une fréquence de méthylation 
absolue à chaque position. La présence de la méthylation au ribose permet de protéger la 
liaison phosphodiester adjacente des attaques alcalines. Les ARN sont soumis à une hydrolyse 
alcaline partielle et l’absence de clivage de la liaison phosphodiester à une position indique la 
présence d’un groupe 2’-O méthylé. Les fragments séquencés pour le RiboMeth-seq sont 
issus de la fragmentation alcaline des ARN. Il existe un biais dans la fragmentation suite à 
l’hydrolyse aux positions méthylées. Quand une position est méthylée, l’hydrolyse alcaline ne 
génèrera pas de fragments qui possèdent cette position en 3’ (ou en 5’en position +1), ils sont 
alors sous-représentés (figure 9). L’efficacité de cette méthode est influencée par la taille de 
l’échantillon et la profondeur de séquençage. Elle est fréquemment utilisée dans l’analyse de 
la dynamique des méthylations d’ARN abondants comme l’ARNr ou les snARN (Krogh et 
al., 2016; Krogh, Birkedal, et al., 2017; Krogh, Kongsbak-Wismann, et al., 2017).  
La liste des positions méthylées sur l’ARNr chez l’homme est bien établie maintenant et le 
challenge d’aujourd’hui ne repose plus vraiment sur la détection de nouveaux sites de 
méthylations sur l’ARNr mais sur les autres ARN cellulaires comme les ARN messagers. 
Dans cette perspective, la technique Nm-seq était pionnière, elle exploite la résistance des 
riboses méthylés en 3’ au clivage causé par le periodate. Le nucléotide en 3’ non modifié de 
l’ARN peut être oxydé par un traitement au sodium métaperiodate et éliminé en condition 
alcaline. La présence d’une méthylation en ribose protège contre cette élimination. Les ARN 
sont alors fragmentés et soumis à de multiples cycles d’oxydation-élimination-
déphosphorylation (OED) pour enrichir la fraction d’ARN avec une extrémité 3’ comportant 
un ARN modifié (figure 10). Dai et ses collègues ont rapporté pour la première fois une large 
proportion de méthylation sur les ARNm des cellules humaines (Qing Dai et al., 2017). 
Depuis cette découverte, les chercheurs cherchent à comprendre la relevance de la présence 
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de cette modification sur les ARNm. Est-ce que certaines de ces modifications sont aussi 
guidées par des SNORD ?  
Il existe aussi des méthodes de biophysique qui sont aussi utilisées pour étudier les 
méthylations comme la spectrométrie de masse (Taoka et al., 2016, 2018), RP-HPLC (J. Yang 
et al., 2016) ou la cryo-microscopie électronique (Natchiar et al., 2017, 2018). L’ensemble des 
techniques existantes sont accessibles dans des revues (Krogh & Nielsen, 2019; Motorin & 
Marchand, 2018).  
 
Méthode Principe ARN analysé Organisme Quantification Remarque Références 
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Table 3 : Caractéristiques des méthodes de haut débit pour la détection et d’analyse des riboses méthylation. 
Adapté de Krogh et Nielsen, 2019. 
 
De nouvelles fonctions sont associées aux SNORD-guide ou orphelins (Bratkovič et al., 2020; 
Danny Bergeron et al., 2020; Falaleeva et al., 2017) mais leur mode d’action n’est que 
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partiellement compris. La complexité est grandissante car les SNORD pourraient être des 
précurseurs de plus petits ARN de type microARN, piARN, psnoARN (Falaleeva & Stamm, 
2012). Des changements d’expression des SNORD (associés ou non à des changements du 
niveau de méthylation de l’ARNr) sont observés dans de nombreux cancers et il est suggéré 
qu’à travers ce genre de fonction non-canonique ils puissent agir comme oncogénique ou 
suppresseur de tumeur (Catez et al., 2019; J. Liang et al., 2019). Par exemple, SNORD50A/B 
a été observé comme interagissant avec la protéine oncogène cytoplasmique Ras de la famille 
des K-Ras (Siprashvili et al., 2015) afin de limiter son action et en parallèle le locus des gènes 
du SNORD50A/B sont souvent délétés dans de nombreux cancers (Abel & Rederstorff, 2019; 






Figure 8 : Techniques d’analyse de la 2’-O-ribose méthylation basées sur la pause induite par la méthylation en conditions 
limitantes en dNTP.  
La position méthylée est représentée par un cercle rouge. La présence d’une 2’-O-ribose méthylation cause une pause de la 
reverse transcriptase en condition d’une faible concentration en dNTP. La présence de la ribose méthylation génère des 
fragments ADNc tronqués. (A) L’utilisation d’une amorce radioactive permet de détecter les ADNc tronqués sur gel 
acrylamide. L’exacte position du résidu méthylé peut être repérée avec un séquençage de la séquence en parallèle. (B) La 
technique RTL-P est basée sur le même principe mais nécessite une amplification PCR ou qPCR. La présence de la 
méthylation et la pause de la reverse transcriptase induit une diminution de l’amplification PCR visualisée en gel agarose ou 





Figure 9 : La technique RiboMeth-seq permet d’analyser l’ensemble des méthylations de l’ARNr et snARN. 
La position méthylée est représentée par un cercle rouge La technique de RiboMeth-seq est basée sur une 
fragmentation des ARN en condition alcaline. Or, la présence de la ribose méthylation rend la liaison 
phosphodiester voisine résistante à la dégradation alcaline. Il n’y a pas de fragments clivés avec un nucléotide 
méthylé en 3’. Après séquençage de la librairie, ces fragments sont sous-représentés et permettent d’indiquer une 








Figure 10 : La technique Nm-seq permet de détecter des méthylations sur des ARN peu abondants.  
La position méthylée est représentée par un cercle rouge. La technique de Nm-seq requiert une fragmentation des ARN suivie 
d’une oxydation (traitement au périodate). A chaque traitement, le nucléotide en 3’ qui n’est pas méthylé sera éliminé en 
générant une extrémité 3’ non compatible à la ligation d’un adaptateur nécessaire à la production de la librairie. La ribose 
méthylation est résistante à l’oxydation et l’extrémité est compatible à la ligation de l’adaptateur en 3’. L’étape d’oxydation et 
β-élimination est répétée plusieurs fois (8 fois) afin d’enrichir les nombres de fragments se terminant en 3’ par un nucléotide 





II. L’IMPLICATION DES SNORD DANS LES 
PATHOLOGIES 
 
A. SNORD118 et le syndrome Labrune 
 
Le syndrome Labrune ou leucoencéphalopathie avec calcifications cérébrales et kystes (LCC) 
est une maladie neurodégénérative génétique autosomique récessive rare (moins de 1/1 000 
000) avec une atteinte de petits vaisseaux sanguins cérébraux ou microangiopathie (Labrune 
et al., 1996). L’imagerie cérébrale des patients montre des calcifications et des kystes au 
niveau des noyaux gris jusqu’au cervelet, du tronc cérébral et de la matière blanche. Les 
symptômes sont variables et sont causés par une dégénération progressive du système 
nerveux.  
Le séquençage du génome de patients montre la présence de délétions, mutations et variants 
génétiques, tous situés dans le gène du SNORD118, appelé autrefois U8  (Hermens et al., 
2018; Iwama et al., 2017; Iwasaki et al., 2017; Jenkinson et al., 2016; Pessoa, 2018; Shtaya et 
al., 2019). Le SNORD118 est nécessaire à la maturation des ARNr 28S et 5.8S chez les 
vertébrés (Langhendries et al., 2016; Brenda A. Peculis & Steitz, 1993; Srivastava et al., 
2010). Les analyses fonctionnelles de divers variants à l’aide de gènes rapporteurs montrent 
que l’expression du SNORD118, son association avec les protéines cœurs de la RNP et la 
maturation du SNORD118 sont largement affectées. La pathologie est limitée au système 
nerveux mais la croissance et la prolifération cellulaires des fibroblastes des patients sont 
diminuées (Jenkinson et al., 2016). La faible quantité des études ne permet pas de comprendre 
la contribution du défaut du SNORD118 dans l’établissement des symptômes cérébraux de 
cette ribosomopathie. Des défauts dans la synthèse du ribosome constituent un stress 
nucléolaire qui enclenche l’activation de la voie de signalisation dépendante de P53 (Bursac et 
al., 2014; Chakraborty et al., 2011). Les manifestations pathologiques du syndrome de 
Labrune pourraient être une conséquence de l’activation de cette voie de signalisation plutôt 





B. Alazami et la 2’-O-ribose méthylation de U6 
 
LARP7 est un régulateur négatif de l’élongation de la transcription par la polymérase II via 
son association avec l’ARN 7SK (Egloff et al., 2018). La perte d’expression ou l’expression 
de protéines tronquées LARP7 ont été associées à la pathologie neurodéveloppementale dit le 
syndrome Alazami ou nanisme primordial (Alazami et al., 2012). Cependant ce phénotype ne 
semble pas être entièrement dépendant de l’action de LARP7 sur l’ARN 7SK (Qian Dai et al., 
2014). Des cellules humaines déplétées pour LARP7 ont une diminution du niveau des 
méthylations de U6 et des défauts d’épissage (Hasler et al., 2020) et une souris KO pour 
LARP7 dans les cellules de la lignée germinale a les mêmes défauts et une spermatogénèse 
défectueuse qui cause une infertilité (X. Wang et al., 2020). Des expériences 
d’immunoprécipitation ont montrées que LARP7 lie spécifiquement, outre l’ARN 7SK, le 
petit ARN nucléaire U6 ainsi qu’une quinzaine de SNORD dont les sept SNORD qui guident 
les méthylations sur U6 (Hasler et al., 2020; X. Wang et al., 2020). LARP7 sert de pont entre 
U6 et les SNORD afin de favoriser le guidage des modifications sur U6. Fonctionnellement, 
la diminution de méthylation de U6 en l’absence de LARP7 corrèle avec des changements 
d’épissage alternatif qui peuvent être à l’origine du syndrome Alazami (X. Wang et al., 2020). 
Pour soutenir cette idée, les défauts de méthylation et d’épissage alternatif sont également 
retrouvés dans une lignée cellulaire lymphoblastoïde obtenue à partir de prélèvement sanguins 
de patients (Hasler et al., 2020). LARP7 devient un nouvel acteur de la régulation 
fonctionnelle des SNORD, probablement en favorisant une conformation idéale de U6 et la 








Figure 11 : Le domaine SNURF-SNRPN chez l’homme et la souris. 
Les symboles ♂ et ♀ indiquent que le chromosome est hérité du père et de la mère respectivement. Les allèles exprimés à partir 
du chromosome hérité du père sont en bleu, les allèles exprimés à partir du chromosome hérité de la mère sont en rose. Les allèles 
silencieux sont en gris, les gènes à expression bi-allélique sont en noir. Le centre de l’empreinte ICR est différentiellement 
méthylé et impose l’expression mono-allélique des gènes soumis à l’empreinte du locus. Le centre de l’empreinte du 
chromosome hérité du père n’est pas méthylé et celui du chromosome hérité de la mère est méthylé. La zone comprenant les 
gènes des SNORD est encadrée par le rectangle vert. Les rectangles jaunes représentent les gènes non conservés entre l’homme et 
la souris. Un large transcrit (IC-SNURF-SNRPN chez l’homme, Lncat chez la souris) ou des transcrits indépendants peuvent 




C. SNORD115 et SNORD116 du locus du syndrome de Prader-Willi 
 
Les SNORD orphelins les plus emblématiques sont certainement SNORD115 et SNORD116, 
parfois nommés HBII-52 et HBII-85 respectivement. C’est grâce à la recherche des petits 
ARN non codants avec une expression restreinte au cerveau que les chercheurs ont découvert 
l’existence de ces SNORD dont les gènes sont situés au sein du locus 7C chez la souris et 
15q11q13 chez l’homme (Cavaillé et al., 2000). Depuis leur découverte, les chercheurs 
tentent de comprendre leurs cibles cellulaires et leurs fonctions.  
 
a. Organisation génomique du locus et expression 
 
Le domaine du syndrome de Prader-Willi (SPW) ou domaine SNURF-SNRPN est un large et 
complexe domaine chromosomique (3-4 Mb) dans la région 15q11q13 chez l’homme qui 
contient non seulement les gènes d’ARNnc comme les SNORD mais  aussi des gènes codants 
pour des protéines : MKRN3, MAGEL2, NPAP1, NDN, SNURF-SNRPN. Ce locus abrite 6 
gènes de SNORD orphelins : SNORD115, SNORD116,  SNORD107, SNORD64, 
SNORD108, SNORD109A/B (figure 11). 
Cette région est soumise à l’empreinte génomique parentale. C’est un phénomène 
épigénétique surprenant qui aboutit à une expression mono-allélique en fonction de l’origine 
parentale des allèles (pour des revues sur l'empreinte génomique Peters, 2014; Tucci et al., 
2019). L’expression mono-allélique paternelle est imposée par le centre d’empreinte (IC) en 
amont de SNURF qui est différentiellement méthylée selon l’origine parentale du 
chromosome, c’est-à-dire méthylé sur l’allèle maternel  (Meng et al., 2012; M. Runte, 2001). 
La majorité des gènes de ce locus dont ceux des SNORD sont exprimés exclusivement à partir 
de l’allèle paternel. A côté de ce domaine deux gènes UBE3A et ATP10A sont transcrits en 
orientation inverse et exprimés de manière bi-allélique. A noter cependant que le gène 
UBE3A a une expression maternelle restreinte au  cerveau. La perte d’expression d’UBE3A 
est impliquée dans une maladie neurologique : le syndrome d’Angelman. Tandis que les 
autres gènes sont présents en monocopie, les gènes SNORD115 et SNORD116 sont répétés 
en tandem de nombreuses fois, 48 et 29 copies respectivement (toutes presque identiques pour 
SNORD115 et en 3 classes distinctes pour SNORD116) (Cavaillé et al., 2000). La régulation 




non codant IC-SNURF-SNRPN généré au promoteur de SNRPN permet de produire les 
SNORD ainsi qu’une multitude d’ARNnc (Le Meur et al., 2005; M. Runte, 2001). Cependant, 
chez l’homme les gènes en amont du SNORD115 sont exprimés de manière ubiquitaire à 
l’inverse du SNORD115 et le SNORD109B. SNORD115 est majoritairement exprimé dans le 
cerveau et plus ponctuellement dans quelques tissus périphériques (Galiveti et al., 2014). Il est 
encore difficile d’expliquer cette différence d’expression entre les gènes de ce locus mais il a 
été spéculé la présence d’un élément de barrière dans les cellules non neuronales qui serait 
composé soit d’un signal de terminaison de transcription (le site de polyadénylation de IPW) 
ou du site de liaison à CTCF situé en 3’ de IPW (Martins-Taylor et al., 2014). Les expressions 
du SNORD115 et du SNORD116 peuvent aussi provenir de deux unités de transcription 
indépendantes, dont l’une serait neuronale spécifique (Galiveti et al., 2014; Vitali et al., 
2010).  
Ce locus est très conservé chez la souris avec quelques variations. Notamment chez la souris 
SNORD115 et SNORD116 sont tous deux presque exclusivement exprimés dans le cerveau. 
Les gènes NPAP1, SNORD108 et SNORD109 sont humains-spécifiques tandis que le gène 
codant FRAT3 est présent dans le locus murin mais pas dans le locus humain (figure 11). 
Ces caractéristiques de gènes soumis à l’empreinte génomique parentale, spécifiques des 
mammifères placentaires, fortement exprimés dans le cerveau sont retrouvées pour d’autres 
SNORD orphelins d’un autre locus, le locus DLK1-DIO3 (Cavaille et al., 2004). Le locus 
DLK1-DIO3 est impliqué dans le développement des syndromes de Kagami-Ogata et de 
Temple dont certains symptômes sont redondants avec le syndrome de Prader-Willi 
(hypotonie, retard de croissance) (Howard & Charalambous, 2015). 
 
b. Le syndrome de Prader-Willi 
 
Le syndrome de Prader-Willi (OMIM 176270) est une maladie génétique rare qui affecte un 
nouveau-né sur 10 000 à 30 000 naissances (Cassidy et al., 2012). Il y aurait environ 1500 
personnes atteintes du syndrome en France (Bar et al., 2017). 
Ce syndrome comprend un tableau clinique large et complexe qui comprend, notamment,  des 
atteintes métaboliques, endocrines, neurologiques, comportementales. A la naissance et durant 
les premiers mois, ce qui caractérise le plus le syndrome de Prader-Willi est une sévère 




peut contribuer au développement du retard de croissance. Quelques années plus tard, l’enfant 
développe une hyperphagie (prise alimentaire excessive) associée à une obésité sévère 
précoce s’il n’y a pas de contrôle strict par l’entourage de sa prise alimentaire. Les individus 
atteints du syndrome ont un retard de croissance, une déficience cognitive et des problèmes de 
comportements (impulsivité, auto-mutilation, difficulté à changer de routine). Les patients 
présentent aussi des problèmes de sommeil, des défauts endocriniens, un hypogonadisme, une 
hypothyroïdie (Bittel & Butler, 2016; Cassidy et al., 2012) (figure 13). 
L’altération du contrôle de l’appétit est un des symptômes les plus caractéristiques des jeunes 
et adultes Prader-Willi, c’est aussi celui qui affecte le plus la vie de ces patients. Contrôler 
cette hyperphagie est un problème majeur pour les familles des patients, qui limite 
l’indépendance des patients adultes. Les patients ne peuvent pas contrôler leur prise 
alimentaire et n’hésitent pas à voler pour satisfaire leur obsession. Les patients peuvent 
consommer, durant un repas, jusqu'à trois à six fois plus que la moyenne calorifique normale. 
Ils peuvent aussi consommer de la nourriture non-appropriée (détritus, aliment congelé ou non 
cuit) ou des substances non comestibles (pica). Ces comportements sont responsables de 
rupture de l’estomac ou d’étouffement, parfois mortels. Les problèmes liés à l’obésité 
augmentent aussi les risques de mort prématurée (maladies cardio-vasculaires, diabète…) 
(McAllister et al., 2011).  
L’origine de l’hyperphagie dans cette maladie n’est pas entièrement comprise mais est 
associée à une dysfonction hypothalamique (Goldstone, 2006; Maithe Tauber et al., 2014). 
L’altération des mécanismes de la satiété pourrait expliquer l’hyperphagie. Les patients vont 
passer plus de temps à manger que les autres personnes et les études de neuroimagerie 
montrent une activation atypique du cerveau (hypothalamus, hippocampe, amygdale) après un 
repas et un délai dans l’activation des centres de la satiété après une prise de glucose (L. M. 
Holsen et al., 2012; Laura M. Holsen et al., 2006; McAllister et al., 2011; Shapira et al., 
2005). L’hypothalamus est particulièrement important dans la régulation de l’appétit avec les 
neurones NPY et POMC (voir II-C-e-iv). Le transcriptome d’hypothalamus de patients en 
post-mortem est caractérisé par une augmentation des gènes de l’inflammation et une 
diminution des gènes de la neurogenèse, de la neurotransmission, et la plasticité synaptique 







  Figure 12 : Le syndrome de Prader-Willi est causé par la perte d’expression paternelle des gènes du locus 15q11q13. 
Dans le cas du syndrome de Prader-Willi, la région concernée (15q11q13) se situe sur le bras long du chromosome 15 et est 
soumis à l’empreinte génomique parentale. Sur le chromosome 15 d’origine paternelle, les gènes de cette région sont 
transcriptionnellement actifs tandis que sur le chromosome 15 hérité de la mère, les gènes sont silencieux. Dans la majorité 
des cas (65-74%) c’est une large délétion au niveau de cette région sur le chromosome d’origine paternelle qui est à 
l’origine du syndrome de Prader-Willi. Dans 20 à 30% des cas c’est la présence de deux chromosomes 15 d’origine 
maternelle (disomie uniparentale maternelle). Dans une minorité de cas, il s’agit d’un défaut d’expression des gènes (via un 
défaut de l’empreinte ou de microdélétion) du domaine de Prader Willi dans la région 15q11q13 qui cause le syndrome. 





Cette maladie est déclenchée par l’absence d’expression des gènes du locus 15q11q13 qui 
sont soumis à une expression exclusivement paternelle (figure 12). La majorité des patients 
(65-75%) présente une large délétion (5-6 Mb) d’origine paternelle au niveau du domaine 
15q11q13. Dans 20 à 30% des cas c’est la présence des deux chromosomes 15 provenant de la 
mère qui est en cause, on parle de disomie uniparentale maternelle (matUPD15). Dans une 
moindre fraction c’est un problème dans l’établissement de l’empreinte qui est mis en cause 
(Cassidy et al., 2012). Malheureusement, aucun gène n’a pu être incriminé comme étant seul 
responsable de la pathologie et il est encore difficile de comprendre la contribution de la perte 
d’expression de chaque gène dans l’établissement du syndrome de Prader-Willi.  
 
c. Gènes du locus codant pour des protéines  
 
Le gène MKRN3 (markorin ring finger protein 3) ne possède pas d’intron et la fonction de la 
protéine produite n’est que prédictive car il y a encore peu de donnée moléculaire sur celle-ci. 
La protéine MKRN3 contient des sites de liaisons à l’ARN et aux protéines qui rappellent la 
signature des ligases E3. Ces enzymes vont ubiquitiner une protéine substrat ce qui peut avoir 
diverses conséquences pour celle-ci comme sa dégradation par le protéasome, modifier son 
activité ou sa localisation  (Deshaies & Joazeiro, 2009). Chez l’homme comme chez la souris, 
MKRN3 est largement exprimé dans les tissus fœtaux et son expression la plus forte dans les 
tissus adultes se trouve dans les testicules (Abreu et al., 2013; Jong, Carey, et al., 1999; Jong, 
Gray, et al., 1999). Dans le noyau arqué hypothalamique, son expression diminue après 
l’initiation de la puberté et il semble que MKRN3 soit impliqué dans l’inhibition de 
l’initiation de la puberté (Abreu et al., 2013; Macedo et al., 2014). Des mutations de MKRN3 
sont corrélées avec l’apparition d’une puberté précoce avec une activation de l’axe 
hypothalamique-hypophysaire-gonadique (Abreu et al., 2015). 
Le gène MAGEL2 (melanoma antigen subfamily like 2) ne possède pas d’intron et code pour 
une protéine MAGE de type II. Ces protéines interagissent avec d’autres protéines, 
spécialement des ubiquitines ligases E3 pour en améliorer l’activité (Boccaccio et al., 1999; 
Tacer & Potts, 2017). Plusieurs pathologies sont associées à des mutations du gène Magel2 
qui sont décrites comme des « syndromes de Prader-willi like » (syndrome Schaaf-Yang et 
Chitayat-Hall) et il est parfois difficile de poser un diagnostic du fait de la redondance des 




retard de croissance jusqu’au sevrage. Après le sevrage, les souris ont une augmentation de 
dépôt graisseux abdominal associé à un défaut du métabolisme osseux, reproductif et 
endocrinien (Baraghithy et al., 2019; Mercer et al., 2009; Mercer & Wevrick, 2009). Elles 
présentent un défaut du rythme circadien entrainant une hypoactivité notamment dans la prise 
alimentaire (Bischof et al., 2007; Kozlov et al., 2007). La sécrétion des neuropeptides est 
diminuée dans différentes aires du cerveau (sérotonine, dopamine, catécholamines). 
MAGEL2 est requis pour l’effet suppresseur de l’appétit des neurones POMC du noyau arqué 
notamment via la régulation de la leptine (Maillard et al., 2016; Mercer et al., 2013; Oncul et 
al., 2018; Pravdivyi et al., 2015; Wijesuriya et al., 2017). Les souris délétées pour le gène 
MAGEL2 ont un défaut du système ocytocinergique pendant la période périnatale qui 
entraîne l’absence de succion à la naissance et une altération du comportement social, 
d’apprentissage et de la mémoire chez les adultes (Ates et al., 2019; Meziane et al., 2015; 
Schaller et al., 2010). L’administration néonatale d’ocytocine corrige tous ces troubles. Ces 
preuves de principe ont amenés au développement d’un traitement intranasal d’ocytocine pour 
les patients Prader-Willi. Chez les nourrissons, le traitement induit une spectaculaire 
amélioration du comportement de succion et des interactions mère et enfant (Meziane et al., 
2015; Schaller et al., 2010; Maithe Tauber et al., 2017; Mathe Tauber et al., 2011).  
Le gène NDN (necdine) code pour une protéine qui se rapproche de MAGEL2, c’est aussi une 
protéine Mage de type II. Ce gène s’exprime dans les cellules post mitotiques de 
l’hypothalamus. La protéine inhibe la prolifération dans diverses lignées cellulaires et elle est 
impliquée dans la maintenance à l’état post mitotique des neurones (Yoshikawa, 2000). NDN 
semble impliqué dans des fonctions de différentiation, migration, croissance cellulaire 
(Andrieu et al., 2003; Deponti et al., 2007; Kuwajima et al., 2010; X. Liu et al., 2009; 
Tennese et al., 2008) ou anti-apoptique (Aebischer et al., 2011; Andrieu et al., 2006; Kuwako 
et al., 2005; Tennese et al., 2008). Récemment, il apparaît que NDN est un régulateur négatif 
de l’adipogenèse du tissus adipeux brun (Q. Liang et al., 2019).  
Une large proportion des souriceaux avec une délétion du gène meurent d’une détresse 
respiratoire (Gérard et al., 1999; Matarazzo et al., 2017; Muscatelli, 2000; Ren et al., 2003). 
Les analyses neuro-anatomiques et fonctionnelles montrent que ce déficit respiratoire est lié à 
un mauvais développement des circuits sérotoninergiques et à l’activité des neurones matures 
(Matarazzo et al., 2017; Muscatelli, 2000; Pagliardini et al., 2005, 2008; Zanella et al., 2008). 
Les problèmes respiratoires sont courants chez les patients Prader-Willi et peuvent être à 





Deux cas de patients souffrants du syndrome de Prader-Willi, ont une délétion paternelle qui 
ne comprend pas les gènes MKRN3, MAGEL2 et NECDINE (Kanber et al., 2009) (figure 
13). Donc la perte de ces gènes n’est pas, à elle seule, suffisante pour induire le syndrome de 
Prader-Willi. 
Le gène bicistronique SNURF-SNRPN encode deux protéines, les exons 1 à 3 vont produire 
la protéine nucléaire de fonction inconnue SNURF (SNRPN upstream reading frame) et les 
exons 4 à 10 forment le gène SNRPN (small nuclear ribonucleoprotein polypeptide N) qui 
code pour la protéine SmN. L’expression ectopique de cette protéine diminue la quantité de 
snRNP U2 fonctionnelle et est associée à des changements dans l’épissage alternatif (M. S. 
Lee et al., 2014). Cette protéine pourrait contribuer à l’épissage alternatif tissu-spécifique. 
L’expression de SNRPN régule directement l’expression du récepteur nucléaire NR4A1 qui 
est critique pour le développement des neurones corticaux. L’expression de SNRPN doit être 
finement régulée durant les stades embryonnaires au risque de causer des défauts de 
croissance de neurites et de la migration neuronale (H. Li et al., 2016).  
Le gène NPAP1 (nuclear pore associated protein 1 ou C15orf2) ne possède pas d’intron et est 
primate spécifique (Neumann et al., 2014). Ce gène encode une protéine associée au 
complexe de pore nucléaire qui permet les échanges entre le nucléoplasme et le cytoplasme 







  Figure 13 : La région critique pour l’établissement du SPW contient SNORD116. 
Les différents cas de patients Prader-Willi (cas 1 à 7) avec des micro-délétions d’origine paternelle et chevauchant les gènes 
des SNORD, notamment SNORD116. La zone minimale critique qui cause le syndrome de Prader-Willi est en rouge. Les 






d. La région critique pour le SPW implique SNORD116 
 
Récemment, ce sont les SNORD qui attirent l’attention des généticiens et surtout SNORD116. 
Il y a des rares cas de patients Prader-Willi qui ont des micro-délétions de 70 à 200 kb, et 
toutes recouvrent les gènes du SNORD116 (Bieth et al., 2015; de Smith et al., 2009; Duker et 
al., 2010; Fontana et al., 2017; Sahoo et al., 2008; Tan et al., 2020) (figure 13). Il y a aussi des 
patients avec des translocations qui vont aussi impliquer SNORD116 (Gallagher et al., 2002; 
Schüle et al., 2005; Wirth, 2001).  
On peut alors déterminer une région critique pour le syndrome de Prader-Willi, et la séquence 
du SNORD116 est celle qui est le plus conservée de la région. Proche du SNORD116 se 
trouve SNORD109A mais il y a une autre copie, SNORD109B exclue de ces délétions. C’est 
pourquoi son rôle dans la pathologie n’est pas jugé comme significatif. La région critique 
dans l’établissement de la maladie inclut le gène à expression paternelle, IPW, qui donne un 
long ARN non-codant. Cet ARN est peu conservé entre l’homme et la souris et sa fonction est 
inconnue (Wevrick et al., 1994; Wevrick & Francke, 1997). L’expression de IPW dans une 
lignée humaine de cellule souche pluripotente (iPSC) régule en trans la production d’ARN 
non-codants exprimés sur l’allèle maternel au niveau du locus DLK1-DIO3 (Stelzer et al., 
2014). 
SNORD116 semble jouer un rôle crucial dans l’établissement de la maladie voire même 
causal, d’autant que des individus avec des délétions paternelles affectant l’expression des 
autres gènes du locus n’ont pas déclenché la maladie (Bürger et al., 2002; Kanber et al., 2009; 
Maren Runte et al., 2005).  
Comment ces délétions affectent l’expression des gènes avoisinants dans le cerveau  ne peut 
pas être abordés et il reste possible que d’autres gènes contribuent à certains aspects du 
syndrome comme le suggère certains modèles murins cités précédemment.  
 
Deux équipes ont développé les premières lignées de souris avec soit une délétion paternelle, 
du cluster de gène du SNORD116, soit une délétion paternelle du cluster SNORD116 et de 
deux exons du gène voisin IPW (Ding et al., 2008; Skryabin et al., 2007). On peut utiliser les 
souris avec une délétion paternelle ou bi-allélique. Certains traits caractéristiques du 
syndrome de Prader-Willi sont récapitulés chez les souris qui n’expriment plus SNORD116, 




al., 2013; Y. Qi et al., 2017; Yue Qi et al., 2016). La mortalité néonatale faible (15%) est 
dépendante du fond génétique et ne résulte pas d’une hypotonie. Chez l’adulte, les études font 
état du développement progressif d’une légère hyperphagie, quand l’analyse rapporte la prise 
alimentaire au poids du corps. Le rôle du SNORD116 paraît importante dans l’hypothalamus 
car sa délétion spécifiquement dans les neurones NPY de l’hypothalamus récapitule les 
mêmes défauts qu’une souris avec une délétion constitutive (Yue Qi et al., 2016). La perte 
d’expression est associée à des défauts osseux et du sommeil (Khor et al., 2016; Lassi et al., 
2016) mais aussi de l’anxiété, des défauts d’apprentissage et de mémoire (Soeda et al., 2019; 
Zieba et al., 2015). Les autres observations métaboliques ou transcriptomiques sont moins 
robustes entre les études, ce qui complique la compréhension de la fonction du SNORD116. 
L’expression hypothalamique de certains neuropeptides (NPY, POMC) ou des protéines 
impliquées dans la maturation des hormones sont parfois perturbées mais pas de manière 
reproductible. Aucune souris ne devient obèse et elles sont mêmes protégées contre un régime 
gras. Mais dernièrement, Polex-Wolf et al. ont utilisé pour leur étude, des souris avec une 
délétion du SNORD116 induite dans l’hypothalamus lorsqu’elles ont 10 semaines (Polex-
Wolf et al., 2018). Ils peuvent ainsi contourner la contribution du phénotype le plus fort, le 
retard de croissance. Il en résulte une hyperphagie et, chez certains individus, une obésité à 
pénétrance incomplète  (5 souris sur 21). Ces individus prennent 140% de leur poids d’avant 
la perte d’expression du SNORD. L’hétérogénéité peut provenir de la méthode utilisée, 
l’injection d’un adénovirus, pour cibler et induire la délétion. C’est la seule étude utilisant une 
souris avec une perte d’expression d’un seul gène du locus qui note le développement d’une 
obésité.  
Si la perte d’expression du SNORD116 chez la souris est largement étudiée, on ne connait pas 
grand-chose de sa fonction  moléculaire et on n’a toujours aucune idée de sa cible ARN 
potentielle. L’organisation génomique étant particulière, on peut se demander si les défauts 
observés lors d’une délétion du cluster des gènes sont dus à la perte du SNORD mature et/ou 
du gène hôte. Cette région forme un long ARN non-codant, suite à l’épissage des introns qui 
permet la maturation du SNORD116, qui est stable dans le noyau (Vitali et al., 2010).Chez la 
souris, cet ARN n’est présent que dans les neurones et régule l’expression génique de gènes 
impliqués dans le rythme circadien (Powell et al., 2013). Dans les cellules humaines, d’autres 
ARN alternatifs ont été observés (sno-lncARN, SPA-lncARN). Ces ARN sont peu conservés 
mais ils pourraient moduler l’épissage alternatif en interagissant avec des protéines 















Figure 14 : SNORD115 possède une longue complémentarité avec une partie de l’exon Vb de l’ARNm du 5-HT2C.  
Cette portion du pré-ARNm 5-HT2C peut subir un épissage alternatif (les sites donneurs d’épissage régulier et alternatif 
sont respectivement en bleu et jaune) et de l’édition d’adénosine vers inosine (flèches roses). Le site prédit pour être 
méthylé est un des sites de l’édition (* rouge).  
Figure 15 : L’exon V du pré-ARNm 5-HT2C est alternativement épissé. 
L’intron 5 du pré-ARNm 5-HT2C est épissé pour générer la forme du récepteur fonctionnelle pleine taille (2). L’exon Vb 
peut subir de l’épissage alternatif (1) qui produit une protéine tronquée à partir de la seconde boucle intracellulaire. Une 




e. SNORD115 possède un élément antisens complémentaire à l’ARNm 5-
H2C  
 
L’absence du SNORD115 n’est pas suffisante pour induire le syndrome de Prader-Willi 
(Bürger et al., 2002; Maren Runte et al., 2005) (figure 13). Il est particulièrement intéressant 
car il possède, en amont de sa boîte D, une séquence conservée qui est parfaitement 
complémentaire avec 18 nucléotides de l’exon V du messager du récepteur à la sérotonine 2C 
ou 5-HT2C (Cavaillé et al., 2000) (figure 14). Cette région exonique du pré-ARNm subit de 
l’épissage alternatif et de l’édition d’adénosine en inosine (A vers I). Ces deux phénomènes 
vont moduler la production et la fonctionnalité du récepteur. Il a été rapidement proposé un 
rôle du SNORD dans la régulation post-transcriptionnelle de ce messager (Cavaillé, 2017; 
Kishore & Stamm, 2006; Vitali et al., 2005). Ce modèle est d’autant plus intrigant que 
certains aspects du syndrome de Prader-Willi pourrait être gouverné par un défaut 
sérotoninergique voire  du 5-HT2C. Cette section est particulièrement développée dans cette 
introduction car c’est ce modèle qui a gouverné une grande partie de mon travail de thèse 
(Résultats-I).  
 
iv. Le récepteur 5-HT2C dans le contrôle de la prise alimentaire  
 
Le 5-HT2C est un récepteur à sept segments transmembranaires couplé à la protéine G. Il est 
uniquement exprimé dans le système nerveux (cerveau et moelle épinière). Il a de nombreux 
effets notamment dans l’hypothalamus sur le contrôle de l’appétit, l’anxiété, la 
thermorégulation ou la locomotion (Giorgetti & Tecott, 2004).  
Une zone de l’hypothalamus, le noyau arqué a un rôle crucial dans la signalisation et 
l’intégration des messages de satiété et de faim. Il y a deux populations de neurones 
importants dans le contrôle de la prise alimentaire. Les neurones à NPY (neuropeptide Y) et 
AgRP (agouti-related protein) qui sont des activateurs de la prise alimentaire (orexigène) et 
les neurones POMC (pro-opiomélanocortine) dont l’activation inhibe la prise alimentaire 
(anorexigène). Les neurones POMC sécrètent les neurotransmetteurs α-MSH et CART (alpha 
melanocyte stimulating hormone, cocain and amphetamine related transcript) qui vont activer 




corporel et l’homéostasie du glucose. Ces deux types de neurones peuvent inhiber l’action de 
l’un ou l’autre et se projettent dans d’autres régions de l’hypothalamus (Sohn, 2015).  
 
L’absence du 5-HT2C conduit à une hyperphagie et une obésité chez les souris, et l’activation 
du 5-HT2C avec un agoniste comme le mCPP inhibe la prise alimentaire (Tecott et al., 1995). 
Un traitement chronique avec un autre agoniste, la lorcaserine, a une action coupe-faim et 
aide à la perte de poids des patients obèse (Onakpoya & Aronson, 2019). C’est dans les 
neurones POMC du noyau arqué de l’hypothalamus mais aussi du tractus du noyaux solitaire 
du tronc cérébral que l’action du 5-HT2C est primordiale dans la régulation de la prise 
alimentaire (D’Agostino et al., 2018). Dans les neurones POMC du noyau arqué, l’activation 
du 5-HT2C diminue la prise alimentaire (Berglund et al., 2013; Xu et al., 2008). La ré-
expression spécifique du 5-HT2C dans les neurones POMC de l’hypothalamus empêche 
l’apparition des défauts d’hyperphagie/obésité et hyperactivité des souris KO pour le 5-HT2C 
(Xu et al., 2010). Il est possible que le 5-HT2C contrôle la prise alimentaire via d’autres 
neurones comme les neurones NPY du noyau arqué (Wan et al., 2019). Les études récentes 
chez la souris montrent l’incroyable diversité cellulaire de l’hypothalamus (Chen et al., 2017) 
et du noyau arqué (Campbell et al., 2017). Au sein même de la population des neurones 
POMC, il y a aussi une grande hétérogénéité et il s’avère que 30 à 40% des neurones POMC 
expriment le 5-HT2C (L. K. Burke et al., 2016; Lam et al., 2017).  
 
v. L’épissage alternatif du 5-HT2C 
 
Le pré-ARNm contient six exons et cinq introns. L’exon V contient deux sites donneurs 
d’épissage qui encadrent l’exon Vb et permettent de séparer l’exon V en deux parties (Va et 
Vb) (figure 15). L’épissage génère l’ARN1 qui exclut l’exon Vb et l’ARN2 qui inclue l’exon 
Vb. L’épissage orthodoxe génère l’ARN2 et permet de produire un récepteur pleine taille 
fonctionnel capable de signalisation. Il y a un site 5’ d’épissage alternatif qui se trouve à une 
dizaine de nucléotides de la séquence qui contient la région de complémentarité avec 
SNORD115. L’utilisation de ce site va engendrer la formation d’un codon stop prématuré et 
la production d’une version tronquée du récepteur (Canton et al., 1996). Ce récepteur n’est 
pas fonctionnel et ne va pas s’accumuler à la membrane plasmique mais du réticulum 




inhiber leur disponibilité à la membrane (Martin et al., 2013). Il y a un dernier site qui se 
trouve dans l’intron en aval de l’exon V et son utilisation aboutit à la production d’un 
récepteur tronquée de la partie C-terminale (Q. Wang et al., 2000).  
 




L’édition est un mécanisme  post-transcriptionnel qui transforme la séquence d’un ARN. Cela 
comprend l’insertion ou la délétion de bases et les modifications de bases avec conversion 
d’une cytosine en uridine (C-U)  ou d’une adénosine en inosine (A-I).  
L’édition A vers I est une modification post-transcriptionnelle qui convertit une adénosine en 
inosine. C’est la forme majoritaire d’édition de l’ARN, avec 100 000 000 sites prédits pour 
être édités chez l’homme (Bazak et al., 2014). L’adénosine subit une déamination au C6 qui 
induit sa conversion en inosine. L’inosine est un nucléotide rare ressemblant à une guanosine 
et qui peut former des appariements Watson-Crick avec une cytosine (figure 16A). Lors du 
séquençage de l’ARN, les évènements d’édition sont détectés par une différence A/G entre les 
séquences des ADN complémentaires (présence d’un G) et la séquence génomique (présence 
d’un A). 
Les enzymes qui catalysent cette modification sont des déaminases qui agissent sur l’ARN ou 
ADAR. Chez les mammifères il y a deux enzymes ADAR1 et ADAR2. Le substrat des 
ADAR sont des structures ARN double brin de complémentarité parfaite ou imparfaite. Il y a 
une dernière enzyme ADAR3 qui n’a pas d’activité catalytique et sa fonction n’est pas encore 
connue.  
Les enzymes ADAR1/2 sont majoritairement nucléaires mais naviguent constamment entre le 
nucléoplasme et le nucléole et les formes d’ADAR1 peuvent se trouver dans le cytoplasme 
(Desterro et al., 2003; Poulsen et al., 2001; Strehblow et al., 2002). Ces enzymes sont 
capables d’éditer des ARN dans chacun de ces compartiments (Wong et al., 2003).  
Le transcriptome des mammifères est largement édité au niveau des parties non codantes des 
ARN et notamment au niveau des séquences Alu chez l’homme ou SINE chez la souris, on 
parle d’édition non-spécifique. Ces régions sont riches en séquences répétées qui vont 
permettre la formation de structure ARN double brin presque parfaite (ARNdb). C’est cette 




L’édition par ADAR1 atténue le caractère immunogène des structures ARNdb endogènes et 
prévient la réponse immunitaire antivirale médiée par MDA5 en réponse aux ARNdb. Ces 
évènements d’édition sont importantes pour la discrimination des ARN du soi et étranger dans 
le système immunitaire (Liddicoat et al., 2016) (figure 16B). La perte de fonction de la 
protéine ADAR1 est associée avec une maladie auto-immune, le syndrome Aicardi-Goutières 
tandis que la délétion ou la perte de fonction chez la souris va causer une létalité 
embryonnaire à cause d’une augmentation de la réponse à l’interféron (Rice et al., 2012; Q. 
Wang et al., 2004). La délétion de MDA5 simultanée à la perte de fonction de ADAR1 permet 
de sauver le phénotype de létalité (Heraud-Farlow et al., 2017). ADAR2 est majoritairement 
responsable de l’édition dans le système nerveux central et une diminution de son activité a 
été rapportée dans certains troubles neurologiques dans la maladie d’Alzheimer (Akbarian et 
al., 1995; Khermesh et al., 2016). La délétion de ADAR2 chez la souris cause une létalité 
post-natale (Higuchi et al., 2000). 
Les évènements d’édition dans les exons sont beaucoup plus rares et sont à des sites-
spécifiques. L’inosine va être principalement reconnue comme une guanosine par le 
ribosome, l’édition va donc changer l’information génétique des ARNm et changer la fonction 
ou l’activité des protéines produites (Licht et al., 2019). Une des sous-unités d’un des 
récepteurs au glutamate est édité à 100% ce qui cause le changement d’un acide aminé 
glutamine en arginine dans le récepteur produit et le rend imperméable aux ions calcium. 
Cette édition est absolument nécessaire à la viabilité (Higuchi et al., 2000) (figure 16B). 
Lorsque l’on mime l’édition de ce site en substituant une adénine en guanine sur l’ADN, les 
souris invalidées pour ADAR2 ne meurent plus et peuvent atteindre l’âge adulte. Comme 
dans cet exemple l’édition site-spécifique prend place sur des substrats qui  sont largement 
exprimés dans le cerveau où l’édition régulerait l’activité de protéines impliquées dans la 
neurotransmission. La création d’un double mutant qui ne possède plus aucun évènement 
d’édition (sauf celui du récepteur au glutamate et simultanément à l’invalidation de MDA5) 
génère des individus viables et fertiles et nécessite de plus amples analyses pour comprendre 
l’importance physiologique de l’édition chez les mammifères (Chalk et al., 2019; Costa Cruz 







Figure 16 : L’édition adénosine vers inosine. 
(A) Les enzymes ADAR catalysent la déamination de l’adénosine en inosine sur le carbone en position C6. L’inosine est 
comparable à une guanosine. 
(B) ADAR1 est présent dans le noyau (ADAR1 p110) et le cytoplasme (ADAR1 p150). ADAR1 est requis pour éditer des 
ARN endogènes et prévenir l’activation de MDA5 et l’induction de la réponse immunitaire. ADAR1 peut éditer les ARNdb 
viraux. ADAR2 est l’enzyme clé de l’édition site-spécifique dans le système nerveux central notamment pour l’édition de la 
sous-unité du récepteur au glutamate (R/G GluA2). L’édition de ce récepteur est essentielle à la survie en rendant le récepteur 







L’édition peut être régulée par l’expression et l’activité des ADAR, par la localisation 
subcellulaire des ADAR, grâce à des protéines qui se lient sur l’ARN qui vont modifier 
l’accessibilité des ADAR à leur substrat ou en changeant la structure en double brin du 
substrat (Freund et al., 2020). Les modifications de l’ARN vont aussi moduler l’efficacité de 
l’édition, in vitro la méthylation de l’adénine m
6
A et la ribose méthylation inhibent l’activité 
des ADAR (Véliz et al., 2003; Yi-Brunozzi et al., 1999).  
 
b) L’édition spécifique du 5-HT2C et ses conséquences 
 
Le messager du 5-HT2C possède cinq sites d’édition dans une zone restreinte, ce sont les sites 
A, B, C, D et E (figure 17). Trois sites (C, D, E) sont localisés dans la région de 
complémentarité avec SNORD115, au niveau de l’exon Vb (figure 14). L’édition à ces sites 
impacte sur la nature de trois acides aminés (positions 156, 158 et 160) de la seconde boucle 
intracellulaire du récepteur 5-HT2C, une région critique pour le couplage avec la protéine G. 
L’édition combinée donne naissance à 32 ARNm différents, eux-mêmes conduisant à 24 
isoformes du récepteur (figure 17B-C). Les sites A et B sont préférentiellement édités par 
ADAR1, le site D par ADAR2 tandis que les sites C et E peuvent être édités par les deux 
enzymes ADAR1 et ADAR2 (figure 17A).  
 
L’isoforme INI (isoleucine en position 156, asparagine en position 158 et isoleucine en 
position 160) désigne le récepteur produit à partir d’un transcrit non édité. A l’inverse, 
l’édition des cinq sites entraînent la production du variant VGV (valine en position 156 et 
160, glycine en position 158). La nature des acides aminés va modifier la conformation de la 
seconde boucle intracellulaire (Visiers et al., 2001). Les études in vitro de certains isoformes 
ont montré qu’ils diffèrent par leur activité basale, l’affinité pour le ligand sérotonine, 
l’activation de la protéine G, ou par leur réponse à différentes drogues (Berg et al., 2001; 
Herrick-Davis et al., 1999; Niswender et al., 1999; Q. Wang et al., 2000). Les deux formes 
INI et VGV présentent les propriétés les plus fortes et les variants issus de transcrits 
partiellement édités vont avoir des caractéristiques intermédiaires. L’édition de l’ARN 5-
HT2C produit des récepteurs moins actifs (figure 17D). Le récepteur INI a la plus forte 
activité constitutive, la meilleure efficacité de couplage avec la protéine G, tout l’inverse de la 




d’édition E et C et l’acide aminé à la position 158 dans la fonction du récepteur (Tohda et al., 
2010; Q. Wang et al., 2000). L’édition au site C en combinaison avec l’édition aux sites A et 
B et/ou D réduit fortement la fonction du récepteur produit (Burns et al., 1997). 
Des lignées de souris n’exprimant que la forme entièrement éditée VGV ont été créées. Les 
souris VGV présentent un retard de croissance et sont hyperphagiques mais une augmentation 
des dépenses énergétiques au repos chez ses souris permet de maintenir leur poids (Kawahara 
et al., 2008; Morabito, Abbas, et al., 2010).  
 
Un système de traduction in vitro montre que la présence d’inosine induit un décrochage du 
ribosome (Hoernes et al., 2016). Spécialement, quand le codon possède une inosine à la 
première et dernière position cela entraîne le plus fort taux de peptide tronqué (Licht et al., 
2019). Dans ce système, le codon IUI aboutit à la formation d’un peptide tronqué dans 26% 
des cas. Dans le contexte de l’ARNm 5-HT2C, un codon IUI peut se former lors de l’édition 
aux sites A et B. De plus, ce sont les sites A, B qui sont les plus fréquemment édités parmi les 
5 sites. La présence de deux inosines dans deux codons différents (comme par exemple 
l’édition aux sites C et D) réduit considérablement le taux de traduction de cet ARNm. Les 
inosines exercent un effet cumulatif sur l’inhibition de la traduction (Hoernes et al., 2018). La 
présence simultanée des cinq inosines dans le contexte du 5-HT2C abolit complètement la 
traduction. 
 
La proportion d’édition des cinq sites est différente entre organismes (Niswender et al., 1999; 
O’Neil et al., 2017), entre plusieurs espèces d’un même organisme (Hackler et al., 2006; 
Morabito, Ulbricht, et al., 2010), au  cours du développement (Wahlstedt et al., 2009) et varie 
d’une structure à l’autre (Morabito, Ulbricht, et al., 2010). Le pourcentage d’édition est aussi 
modifié dans certaines situations pathologiques (dépression, schizophrénie) (Di Narzo et al., 
2014; Dracheva et al., 2008; Weissmann et al., 2016) et par la prise de médicaments (Gardiner 
& Du, 2006; Werry et al., 2008) mais la régulation de l’édition spécifique du 5-HT2C est mal 
comprise. L’anxiété et le stress sont aussi liés à des changements dans l’édition du 5-HT2C. 
Les souris INI présentent de l’anxiété associée à une forte agressivité chez les souris VGV 
(Mombereau et al., 2010). L’augmentation de l’édition du 5-HT2C pourrait jouer un rôle dans 
le phénomène d’alcoolisme (Z. Li et al., 2020; Watanabe et al., 2014). Certaines études ont 
rapporté des changements de l’édition dans les situations d’obésité, avec une augmentation de 
l’édition du site A et une diminution au site D dans l’hypothalamus d’un modèle d’obésité 






Figure 17 : L’édition de l’ARNm 5-HT2C et ses conséquences sur le récepteur produit. 
(A) Structure double brin de l’ARNm 5-HT2C formée par l’appariement de l’exon 5 (noir) et l’intron 5 (gris). Cette structure 
guide l’action des ADAR pour l’édition des 5 sites A à E au niveau de trois codons (surlignés en jaune). Les sites A et B 
(rouge) sont édités par  ADAR1, le site D (bleu) est préférentiellement édité par ADAR2 et les sites C et E (violet) par ADAR1 
ou ADAR2.  
(B) L’édition de l’ARN au site A et B change l’identité de l’acide aminé isoleucine (I) en valine (V) ou méthionine (M). 
L’acide aminé asparagine (N) est généré lorsqu’il n’y a pas d’édition au site E et C et l’édition à ces sites génère la présence 
d’une valine (V), sérine (S) ou glycine (G). L’édition au site D va changer l’acide aminé produit d’une isoleucine (I) en valine 
(V). 
(C) L’édition affecte l’identité de trois acides aminés (156, 158, 160) de la seconde boucle intracellulaire du récepteur à 7 
segments transmembranaires 5-HT2C.  






vii. SNORD115 régulateur de l’édition et/ou l’épissage du 5-HT2C ? 
 
D’après le duplex formé par SNORD115 et l’ARNm du 5-HT2C, c’est le site C d’édition qui 
est apparié avec le 5
ème 
nucléotide en amont de la boîte D et qui est donc prédit pour être 2’-
O-méthylé (figure 14, 18). La méthylation en 2’-O-ribose d’une adénosine inhibe son édition 
en inosine comme le montre des expériences in vitro à l’aide de substrat synthétique des 
ADAR (Yi-Brunozzi et al., 1999). Dans des cellules non-neuronales en culture et l’utilisation 
de minigènes, Vitali et al., ont montré que SNORD115 inhibe spécifiquement l’édition 
nucléolaire du site C catalysée par ADAR2 (figure 18). 
L’expression ectopique du SNORD115 favorise l’inclusion de l’exon Vb et la production 
d’un récepteur pleine taille fonctionnel (Kishore & Stamm, 2006). L’analyse lors de la 
différentiation neuronale de cellules en culture suggère aussi que l’inclusion de l’exon Vb est 
concomitante à l’augmentation d’expression du SNORD115. L’injection d’un oligonucléotide 
antisens à une partie de l’intron 5 du 5-HT2C favorise de même l’inclusion de l’exon Vb 
(formation de RNA2 et de récepteur pleine taille) et est associé à une réduction de la prise 
alimentaire des souris (Zhang et al., 2016). Ce qui souligne l’importance de l’équilibre entre 
la quantité de forme tronquée et pleine taille du récepteur dans le contrôle de l’appétit. Pour 
autant un oligonucléotide antisens qui a la même séquence que SNORD115 n’influence pas 
l’épissage alternatif du 5-HT2C.  
Selon les modèles en cours, SNORD115 inhibe l’édition du 5-HT2C (au site C ou aux autres 
sites) vraisemblablement via le guidage d’une ribose méthylation au site C du pré-ARNm 5-
HT2C tandis que SNORD115 favorise l’épissage permettant l’inclusion de l’exon Vb (RNA2) 
pour former un récepteur pleine taille. En l’absence du SNORD115, comme chez les patients 
Prader-Willi, on s’attendrait à une augmentation de l’édition et de l’épissage alternatif qui 
génère des formes du récepteur moins actives et tronquées. Ces changements engendrent des 
défauts dans la signalisation sérotoninergique qui pourraient rendre compte des symptômes 
des patients Prader-Willi (figure 18).  
De par la proximité entre la zone d’édition et le site alternatif d’épissage pour la formation de 
l’ARN1, les deux mécanismes pourraient rentrer en compétition. L’édition nécessite 
l’interaction de l’exon V et de l’intron adjacent ce qui implique que l’édition précède et puisse 




des mécanismes de compensation se mettent en place afin de pallier aux propriétés 
biochimiques réduites des récepteurs VGV. Ces souris présentent des comportements 
agressifs et une anxiété exagérée qui pourraient être attribués à une augmentation de l’activité 
du 5-HT2C (Kawahara et al., 2008; Martin et al., 2013). Il y a notamment une diminution de 
l’expression de la forme RNA1 et une augmentation considérable du nombre de récepteurs 
dans les souris VGV (Martin et al., 2013). Il y a donc un lien entre les mécanismes d’épissage 
alternatif et d’édition du pré ARNm 5-HT2C. 
 
Dans des prélèvements post-mortem d’hypothalamus ou d’hippocampe de patients SPW il n’y 
a pas de défaut d’épissage du 5-HT2C (Bochukova et al., 2018; Kishore & Stamm, 2006) et 
les différences d’édition dans le cortex frontal ne sont pas reproductibles entre les patients 
(Glatt-Deeley et al., 2010). L’édition et l’épissage ont été étudiés dans des souris PWS-IC, qui 
n’expriment plus les gènes du locus dont SNORD115. L’édition globale du 5-HT2C 
augmente dans le cerveau des souris PWS-IC, sans défaut de l’épissage (Doe et al., 2009). La 
même équipe montre ensuite que dans l’hypothalamus, l’épissage alternatif augmente 
(Garfield et al., 2016). Leurs souris présentent des défauts cognitifs et comportementaux 
associés à une altération de la signalisation 5-HT2C (Davies et al., 2019; Doe et al., 2009; 
Garfield et al., 2016; Relkovic et al., 2010). Une étude a utilisé le fait que le plexus choroïde 
est une zone où 5-HT2C est fortement exprimé et où SNORD115 est absent, pour étudier 
l’effet d’une expression ectopique du SNORD115 mais aussi du SNORD116 et IPW (Raabe 
et al., 2019). Si l’épissage du 5-HT2C n’est pas affecté par SNORD115, les résultats montrent 
une diminution modeste mais significative, dans le pourcentage d’édition des sites A, B, C et 
D. 
Il n’existait pas de modèle souris avec une délétion ciblée du cluster SNORD115 pour étudier 
l’impact de son absence in vivo et tester notamment cette hypothèse d’action sur 5-HT2C. 


















Figure 18 : Modèle d’action du SNORD115 sur la régulation post-transcriptionnelle de l’ARN pré-messager du 5-HT2C. 
Le nucléotide prédit pour être 2’-O-méthylé par le guidage du SNORD115 est le site d’édition C du 5-HT2C. SNORD115 
pourrait modifier l’utilisation du site donneur d’épissage et réguler l’édition de l’ARN. Dans l’hypothèse SNORD115 favorise 
l’utilisation du site donneur d’épissage régulier (bleu) et/ou inhibe l’édition de l’ARN (notamment au site C), en faveur de la 
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Il y a donc plusieurs évidences qui montrent que certains SNORD ont d’autres fonctions que 
leurs implications dans la modification et la maturation de l’ARNr ou U6. Dans ce sens, il est 
proposé que SNORD115 du locus du syndrome de Prader-Willi cible l’ARNm codant pour le 
récepteur à la sérotonine 2C (figure 18).  
D’après les études in vitro, SNORD115 influence l’édition A vers I et/ou l’épissage alternatif 
du pré-ARNm 5-HT2C HT2C (Kishore & Stamm, 2006; Vitali et al., 2005). En conséquence, 
ces événements favorisent la production d’un récepteur 5-HT2C aux fonctions optimales 
comme l’activité anorexigène. C’est particulièrement intéressant que son absence chez les 
patients Prader-Willi pourrait expliquer certains symptômes de ce syndrome tels que 
l’hyperphagie ou l’obésité (Cavaillé, 2017).  
 
Pour autant les analyses de l’édition et/ou de l’épissage du 5-HT2C chez certains modèles 
murins du syndrome de Prader-Willi ou de patients présentant de large délétion au sein du 
locus sont parfois contradictoires et ne permettent pas de conclure sur la fonction in vivo du 
SNORD115 (Bochukova et al., 2018; Doe et al., 2009; Garfield et al., 2016; Glatt-Deeley et 
al., 2010; Nakatani et al., 2009; Raabe et al., 2019). Mon équipe d’accueil a développé le 
premier modèle murin avec une délétion spécifique du SNORD115 grâce à la technique 
d’édition du génome CRISPR/Cas9. C’était un outil idéal pour engendrer de grandes délétions 
chez la souris (300 kb). J’ai testé les effets de l’absence du SNORD115 sur l’édition A vers I 
et l’épissage du 5-HT2C. Virginie Marty (co-première auteure de l’article) a testé l’absence 
du SNORD115 et ses conséquences au niveau comportemental ou métabolique en se 




Nous nous sommes efforcés d’étudier la fonction du SNORD115 au niveau moléculaire, 
métabolique et comportemental en se focalisant sur le modèle d’action du SNORD115 sur le 
5-HT2C. Nos travaux montrent que : 
-la perte du SNORD115 n’impacte pas le profil de méthylation de l’ARNr (RiboMeth-seq). 
-la perte du SNORD115 n’a pas d’effet sur l’expression ou l’épissage alternatif du 5-HT2C 
(RT-qPCR dans 8 régions cérébrales, mRNA-seq dans l’hypothalamus, cortex, hippocampe). 
-la perte du SNORD115 entraîne de légers changements dans l’édition de l’ARNm 5-HT2C 
(séquençage haut débit dans 8 régions cérébrales et 4 échantillons développementaux). 
-la perte du SNORD115 ne cause pas le développement de phénotype anxio-dépressifs (6 
tests comportementaux). 
-la perte du SNORD115 ne se manifeste pas par un défaut de la prise alimentaire, du 
métabolisme énergétique que ce soit en condition normale, de jeûne prolongé ou suite à un 
régime riche en gras (poids et composition corporelle par EchoMRI, chambre 
métabolique…). 
L’analyse des souris avec une délétion constitutive du cluster de gène SNORD115 montre que 
la perte du SNORD115 n’a pas de conséquences moléculaires et physiologiques majeures en 
lien avec le 5-HT2C. C’est la première fois que la fonction du SNORD115 sur la régulation 
post-transcriptionnelle du 5-HT2C est étudiée dans un modèle génétiquement approprié grâce 
à des techniques de pointe. Malheureusement nos résultats ne soutiennent pas l’action du 
SNORD115 sur le 5-HT2C comme cela était proposé avec les observations in vitro et vont 
aussi à l’encontre des résultats publiés avec la souris PWS-IC (voir Discussion/perspectives). 
Notre étude invite à réévaluer la fonction  moléculaire du SNORD115 dans le cerveau et/ou 
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1Laboratoire de Biologie Moléculaire Eucaryote, Centre de Biologie Intégrative,
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Abstract SNORD115 has been proposed to promote the activity of serotonin (HTR2C) receptor
via its ability to base pair with its pre-mRNA and regulate alternative RNA splicing and/or A-to-I
RNA editing. Because SNORD115 genes are deleted in most patients with the Prader-Willi
syndrome (PWS), diminished HTR2C receptor activity could contribute to the impaired emotional
response and/or compulsive overeating characteristic of this disease. In order to test this appealing
but never demonstrated hypothesis in vivo, we created a CRISPR/Cas9-mediated Snord115
knockout mouse. Surprisingly, we uncovered only modest region-specific alterations in Htr2c RNA
editing profiles, while Htr2c alternative RNA splicing was unchanged. These subtle changes, whose
functional relevance remains uncertain, were not accompanied by any discernible defects in anxio-
depressive-like phenotypes. Energy balance and eating behavior were also normal, even after
exposure to high-fat diet. Our study raises questions concerning the physiological role of
SNORD115, notably its involvement in behavioural disturbance associated with PWS.
Introduction
Box C/D small nucleolar RNAs (SNORDs) represent a well-defined family of small non-coding RNAs
that exert their regulatory functions via antisense-based mechanisms. Indeed, the vast majority forms
base-pairing interactions with ribosomal RNA (rRNA) precursor, spliceosomal U6 snRNA or tRNA
and, in doing so, they guide sequence-specific ribose methylations (Cavaillé et al., 1996;
Ganot et al., 1999; Kiss-László et al., 1996; Vitali and Kiss, 2019) or, in rare cases, base acetyla-
tion (Sharma et al., 2017). By acting as RNA folding chaperones, a few are specialized to facilitate
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the production of mature 18S, 28S, and 5.8S rRNA (Watkins and Bohnsack, 2012). Finally, nucleoli
also contain orphan SNORDs lacking conserved antisense elements against canonical RNA targets,
thus raising the possibility that some may interact with uncharacterized targets, possibly including
mRNAs (Bratkovič et al., 2020).
Intriguingly, many orphan SNORDs are generated from two large, imprinted chromosomal
domains at human 15q11q13 and 14q32 (Cavaillé, 2017; Marty and Cavaillé, 2019). The imprinted
human 15q11q13 region - also known as the Prader-Willi Syndrome (PWS)/Angelman Syndrome (AS)
locus or SNURF-SNRPN domain - contains several paternally expressed, protein coding genes as
well as numerous paternally expressed, neuronal-specific SNORD genes organized as two main
repetitive DNA arrays: the SNORD116 and SNORD115 clusters composed of 29 and 47 related
gene copies, respectively (Cavaillé et al., 2000). The lack of expression of one (or several)
paternally expressed gene(s) on 15q11q13 is genetically linked to Prader Willi Syndrome (Buit-
ing, 2010; Cassidy et al., 2012). This rare human genetic disorder is characterized by poor feeding
and muscular hypotonia in the perinatal period while, in the childhood and adulthood, individuals
with PWS manifest an obsession with food and eating that, if not controlled, leads to life-threatening
obesity. Other symptoms include decreased energy expenditure, growth delay, abnormalities in hor-
monal profiles, hypogonadism, dysfunction of the hypothalamus-pituitary axis, respiratory problems,
high pain threshold, sleep disturbance, learning disabilities as well as diverse psychopathological
issues notably in terms of obsessive-compulsive behavior and anxio-depressive traits (Butler et al.,
2019; Cassidy et al., 2012; Muscogiuri et al., 2019; Thuilleaux et al., 2018).
Although the genotype-phenotype relationship in PWS is complex and not entirely understood,
deficiencies in SNORDs have recently emerged as one of the key determinants for the disease. This
is evidenced by rare PWS individuals bearing ~71–200 kb-long paternally inherited deletions overlap-
ping the SNORD gene array, particularly SNORD116 genes (Bieth et al., 2015; de Smith et al.,
2009; Duker et al., 2010; Fontana et al., 2017; Sahoo et al., 2008; Tan et al., 2020). Remarkably,
Snord116-deficient mice are growth-retarded and show increased food intake, two abnormalities
reminiscent of PWS phenotype (Ding et al., 2008; Skryabin et al., 2007). The relevance of increased
food intake with respect to the lower body weight of Snord116 mutants was, however, recently
questioned (Polex-Wolf et al., 2018). Importantly, loss of Snord116 is not accompanied by any signs
of obesity and, paradoxically, Snord116-deficient mice appear even protected from high fat-diet
induced obesity (Ding et al., 2008; Qi et al., 2016). Thus, Snord116-KO mice, like all other PWS
mouse models, do not fully recapitulate the entire set of PWS phenotypes (Bervini and Herzog,
2013).
The SNORD115 gene locus has attracted particular attention due to its predicted involvement in
promoting the synthesis of serotonin HTR2C receptor with optimal signaling properties (Cav-
aillé, 2017; Cavaillé et al., 2000; Stamm et al., 2017), very likely by fine-tuning alternative RNA
splicing and/or adenosine (A)-to-inosine (I) RNA editing of HTR2C pre-mRNA (Kishore and Stamm,
2006; Vitali et al., 2005). Indeed, a growing body of observations supports a functional link
between SNORD115, HTR2C, and PWS. First, adult mice bearing a constitutive inactivation of the
Htr2c gene are hyperphagic and overweight (Nonogaki et al., 1998; Tecott et al., 1995). Second,
increased food intake and growth retardation were reported in knock-in mice that only produce the
fully edited (VGV), less active HTR2C isoform (Kawahara et al., 2008; Morabito et al., 2010a).
Third, induced changes in Htr2c alternative splicing patterns mediated by antisense oligonucleotides
alter food intake in mice (Zhang et al., 2016). Fourth, defects in HTR2C pathways, including altered
RNA editing, are involved in the pathophysiology of psychiatric disorders, particularly anxiety,
depression, obsessive-compulsive behaviors, and schizophrenia (Chagraoui et al., 2016). Fifth, and
perhaps even more tellingly, defects in Htr2c-related behaviors were described in the PWS-IC mouse
model in which all paternally inherited alleles in the cluster are silenced (Davies et al., 2019;
Doe et al., 2009; Garfield et al., 2016). Altogether, defective post-transcriptional processing of
HTR2C pre-mRNA - and thus impaired HTR2C pathway - has been surmised to account for over-
eating and anxio-depressive phenotypes frequently encountered in PWS patients (Cavaillé, 2017;
Stamm et al., 2017), although the loss of SNORD115 is unlikely to be sufficient to elicit PWS
(Bürger et al., 2002; Runte et al., 2005). This model was first proposed 20 years ago, and it consti-
tutes certainly the most convincing example advocating for an involvement of SNORD in modifying
a protein-coding transcript (Cavaillé et al., 2000). Yet, direct proofs supporting this appealing
SNORD115/HTR2C axis are still lacking at the organism level (Cavaillé, 2017). As a corollary,
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whether lack of SNORD115 per se is sufficient to trigger altered HTR2C-signaling pathways and, in
doing so, leads to behavioral abnormalities remains to be formally demonstrated. Hence, probing
the mode of action of SNORD115 in vivo is not only a prerequisite to further our understanding of
the pathophysiology of PWS but it is also of immediate interest to uncover novel SNORD-mediated
functions in the brain.
Here, we generated a CRISPR-Cas9-mediated specific Snord115 gene knockout (KO) mouse
model to better understand the functional relevance of Snord115 in influencing Htr2c pre-mRNA
processing and HTR2C-related behaviors (e.g. eating and emotional response). We unexpectedly
showed that constitutive deletion of the entire Snord115 gene array does not greatly alter the post-
transcriptional regulation of Htr2c pre-mRNA, nor does it affect emotionality, homeostatic feeding
or energy balance, either on normal chow or high-fat diets. In contrast to common belief, we thus
conclude that a constitutive loss of Snord115 has a relatively modest impact on two well-known
HTR2C-mediated physiological processes.
Results
CRISPR-Cas9-mediated disruption of the Snord115 gene array
Snord115 is processed from repeated, regularly spaced introns of a poorly characterized noncoding
RNA host-gene transcript (Figure 1A). Snord115 sequences are the only conserved DNA segments
in placental mammals, strongly arguing that this atypical transcription unit encodes functional small
RNA species under selective pressure (Cavaillé et al., 2000). In order to probe the physiological rel-
evance of Snord115 in vivo, we engineered a KO mouse model carrying a targeted, constitutive
CRISPR/Cas9–mediated deletion removing the entire Snord115 gene array (Figure 1A–B). Because
Snord115 genes are only expressed from the paternal allele, ~50% of Snord115-deficient mice are
expected to be obtained in the progeny after crossing wild-type females with heterozygous males.
Indeed, the Snord115 gene array is no longer expressed upon a paternally inherited deletion while,
as expected, its expression remains unaffected upon maternal transmission of the deletion
(Figure 1C). Moreover, we were also unable to detect Snord115 expression by RT-qPCR in several
manually-dissected brain structures from adult mice bearing a paternally-inherited deletion
(Figure 1D). Importantly, the removal of Snord115 genes does not significantly alter the expression
of the neighboring imprinted genes (Figure 1E), including that of the anti-Ube3a transcript thought
to silence the paternal Ube3a allele in cis (Figure 1F). Altogether, these important controls render
unlikely the possibility that we removed critical regulatory regions controlling imprinted expression
over the domain. Finally, in order to limit confounding effects due to genetic heterogeneity and/or
undesired CRISPR-Cas9-mediated cleavages, if any, we also backcrossed to C57BL/6J background
for at least eight generations before proceeding to phenotypic exploration. The term Snord115-defi-
cient or Snord115-KO mice will thus be used to refer to heterozygous mice with a
paternally inherited deletion. Snord115-deficient mice are seemingly normal and progeny was
obtained at expected Mendelian and sex ratios, leaving unlikely any developmental defect and/or
perinatal lethality.
The repertoire of 2’-O-methylations of ribosomal RNAs remains
unchanged in the adult brain of Snord115-deficient mice
Snord115 is a massively-expressed, neuronal-specific SNORD that stably associates with the 2’-O-
methyltransferase Fibrillarin in vivo and accumulates in the nucleolus (Bortolin-Cavaillé and Cavaillé,
2012; Cavaillé et al., 2000). Yet, it lacks an antisense element that can guide Fibrillarin to rRNA tar-
gets, arguing against a direct role in specifying neuronal-specific rRNA 2’-O-methylation(s). In agree-
ment with this assumption, our recent study failed to identify any brain-specific methylation rRNA
sites (Hebras et al., 2020). We nevertheless hypothesized that high Snord115 levels in neurons may
impact on rRNA methylation profiles, possibly by modulating the availability of other SNORD-associ-
ated binding proteins. To address this, RiboMeth-seq was applied to adult whole brains from WT
and Snord115-deficient mice. As reported in Figure 1G, the overall rRNA methylation patterns were
comparable between WT and Snord115-KO brain, with only slight changes in methylation levels at a
few rRNA sites: SSU-A576, LSU-C1868, and 5.8S-U14. Since methylation levels at these three posi-
tions were unaffected in the developing (E16.5) brain of another mouse model where Snord115 and
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Figure 1. Targeted deletion of the paternally expressed Snord115 genes. (A) Schematic representation of the imprinted Snurf-Snrpn region on mouse
chromosome 7 c, also commonly known as the imprinted PWS region at human 15q11q13. Paternally expressed and maternally expressed protein-
coding genes are symbolized by blue and pink rectangles, respectively. The paternally expressed SNORD gene array composed of Snord107, Snord64
and the tandemly repeated Snord116 and Snord115 gene families is depicted by a large, horizontal blue arrow while poorly defined noncoding
Figure 1 continued on next page
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Snord116 genes are simultaneously deleted (Figure 1—figure supplement 1 and
supplementary file 1), we thus conclude that neither Snord115, nor Snord116 play a prominent role
in ribose methylation of rRNAs.
Snord115 does not influence alternative RNA splicing of Htr2c pre-
mRNA
The Htr2c pre-mRNA is alternatively spliced through the use of two 5’ donor splice sites (5’-SS)
(Figure 2A). The regular 5’-SS generates RNA2 encoding the full-length receptor while a cryptic 5’-
SS yields an alternatively spliced transcript (RNA1) that generates a truncated, presumably non-func-
tional receptor. The binding of Snord115 nearby the cryptic 5’-SS was proposed to favor the produc-
tion of RNA2 (Cavaillé et al., 2000; Doe et al., 2009; Garfield et al., 2016; Kishore and Stamm,
2006). According to this model, the RNA2-to-RNA1 ratio should decrease in the absence of
Snord115. As shown in Figure 2B, the steady state levels of Htr2c mRNAs, as assayed by a couple
of primers matching the 5’-UTR, were globally unchanged in whole brain as well as in eight manu-
ally-dissected brain regions of adult Snord115-deficient mice. Only striatum showed a significant
increase in Htr2c mRNA abundance, as compared to WT. We then tested the lack of Snord115 on
alternative splicing of Htr2c pre-mRNA by measuring the RNA2-to-RNA1 ratio by RT-qPCR. Again,
lack of Snord115 did not cause any obvious changes in the profiles of alternative splicing, including
in spinal cord (Figure 2C -left). Adult hypothalamus even displayed a slight increase in the RNA2-to-
RNA1 ratio. This effect was, however, not seen in another independent cohort (not shown). As con-
trols, and in agreement with previous findings (Canton et al., 1996), choroid plexus showed highest
RNA1 level as compared to hypothalamus (Figure 2C -right), thus indicating that our RT-qPCR pro-
cedure is capable of detecting changes in the RNA2-to-RNA1 ratio. Finally, we demonstrated unal-
tered alternative splicing of hypothalamic Htr2c pre-mRNAs by RT-PCR analysis with a pair of
primers that simultaneously detected RNA2 and RNA1 (Figure 2D). Thus, our findings do not sup-
port a central role of Snord115 in modulating alternative splicing of Htr2c pre-mRNA in vivo.
The lack of Snord115 has a weak impact on RNA editing of Htr2c pre-
mRNA
Through the action of ADAR2 and ADAR1, Htr2c pre-mRNA undergoes site-specific A-to-I RNA edit-
ing at five adenosines clustered in exon V: the A-, B-, C-, D-, and E- sites (Figure 3A -top;
Burns et al., 1997). Strikingly, Snord115 is predicted to target the C-site for 2’-O-methylation
(Figure 2A; Cavaillé et al., 2000). Inosines are interpreted as guanosines during translation and,
accordingly, these nucleotide changes result in alteration of three amino acids positioned within the
second intracellular loop of the receptor. The protein recoding events lead to the production of 24
Figure 1 continued
transcript (U-exons, anti-Ube3A and Ipw) are denoted with thin arrows. SNORD gene copies are denoted as vertical blue ovals. The Imprinting Centre
Region (ICR) that controls imprinted expression over the domain is represented by filled and open lollipops (methylated and un-methylated alleles,
respectively). Each Snord115 gene copy is intron-encoded within a ~ 1.9 kb tandemly- repeated unit spreading over a ~ 280 kb-long noncoding DNA
region. The two targeted DNA sequences by sgRNA(1) and sgRNA(2), as well as the theoretical and observed editing events at the deletion junction,
are shown. The PAM sequence is underlined and the position of the predicted cleavage sites are indicated (positions 17 and 18 of the sgRNA). The
genomic coordinates of the expected deletion is mm10 chr7:59,340,581–59,621,267. Green arrows represent the relative positions of P1, P2, and P3
primers used for PCR genotyping. Scale is not respected. (B) PCR genotyping of WT and mutant mice carrying a paternally-inherited deletion using a
mixture of P1, P2, and P3 primers. (C) Expression of Snord115 and Snord116 was assayed (northern blot) in whole brains from heterozygous mice having
a paternally- or maternally-transmitted deletion and WT littermates (n = 2 individuals per genotype). (D) Black and white bars represent Snord115
expression (RT-qPCR relative to Gapdh) in several brain areas dissected from mice bearing a paternally inherited deletion and WT littermates,
respectively (n = 8–12 per genotype). (E) Black and gray bars represent expression levels (RT-qPCR relative to Gapdh) of flanking imprinted genes in the
whole brain of mice bearing a paternally and maternally inherited deletion, respectively (n = 4–6 per genotype). Expression levels of WT were arbitrarily
set to 1. (F) IGV screenshot showing that a targeted deletion of Snord115 gene array does not perturb the expression at the Ube3A/anti-Ube3A gene
locus (mRNA-seq datasets generated from hypothalamus; supplementary file 3). (G) Methylation levels (RiboMeth-seq) at 2’-O-methylated rRNA sites
in WT (black circles) and Snord115-deficient (red circles) adult brain (n = 3 per genotype). Nucleotide numbering is according to human rRNA
(Krogh et al., 2016). Asterisks indicate statistical significance levels.
The online version of this article includes the following figure supplement(s) for figure 1:
Figure supplement 1. Loss of Snord116 and Snord115 does not impact on rRNA methylation profiles in the adult brain.
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different HTR2C receptors translated from 32 distinct mRNAs. Remarkably, RNA editing influences
HTR2C response with increased RNA editing correlating with diminished G-protein coupling efficacy
and reduced constitutive activity. Of note, editing at the C- and E-sites plays a pivotal role in modu-
lating the HTR2C signaling pathway (Berg et al., 2001; Burns et al., 1997; Fitzgerald et al., 1999;
Niswender et al., 1999; Wang et al., 2000). Given that introducing a 2’-O-methylation at an editing
site specifically decreases ADAR-mediated deamination in vitro (Yi-Brunozzi et al., 1999), we logi-
cally anticipated that editing at the target C-site should increase in Snord115-deficient mice as previ-
ously proposed based on artificial, non-neuronal cell systems (Vitali et al., 2005). To address this,
we quantified A-to-I RNA editing in whole brain and spinal cord as well as in eight
manually dissected brain regions using deep sequencing of cDNA of spliced Htr2c mRNA followed
by scoring A-to-G mismatches between RNA-seq reads and genomic sequence (Figure 3A -lower
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Figure 2. Alternative RNA splicing of Htr2c pre-mRNA remains unaffected in Snord115-deficient brains. (A) Through the use of regular (blue) and
alternative (red) 5’ splice sites, RNA splicing of Htr2c pre-mRNA generates RNA2 and RNA1 transcripts that encode full length and truncated HTR2C
receptor, respectively. Htr2c pre-mRNA undergoes A-to-I RNA editing at five adenosines (green), denoted as the A, B, C, D, and E editing sites.
Snord115 has the potential to target the C-site for 2’-O-methylation, that is the position paired to the fifth nucleotide upstream of the D-box (CUGA).
(B) Black and white bars represent Htr2c mRNA expression levels (RT-qPCR relative to Gapdh) in whole brain and manually dissected brain regions of
Snord115-deficient mice and WT littermates, respectively (n = 5–8 per genotype). (C) Left: Black and white bars show the RNA2-to-RNA1 ratio (RT-
qPCR) in whole brain and manually dissected brain regions of adult Snord115-deficient mice and WT littermates, respectively (n = 6 per genotype).
RNA2-to-RNA1 ratios in WT were set to 1. Right: Histograms show the RNA2-to-RNA1 ratio (RT-qPCR) in hypothalamus and choroid plexus of adult WT
mice, respectively (n = 5–6 per tissue). The RNA2-to-RNA1 ratio in hypothalamus was set to 1 (D) Left: Ethidium bromide staining of RT-PCR products
obtained in hypothalamus of Snord115-deficient and WT littermates using a pair of primers (horizontal black arrows) that simultaneously detect RNA2
and RNA1, as illustrated above the gel. M, Marker (bp). Right: intensity of PCR signals was quantified and RNA2-to-RNA1 in WT was set to 1.
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GCA  AUA  CGU  AAU  CCU  AUU  GAG  
       Ile(I)         Asn(N)          Ile(I)           
Editing  sites:     A   B            EC                D 
Val(V)       Gly(G)          Val(V)
Met(M)      Ser(S)
                Asp(D)      
IV V
Index
Illumina deep sequencing  (~ 1 million reads/genotype)
Search for A-to-G mismatches (genomic vs RNA-seq reads) 
Analyses of Htr2c RNA editing in brain regions
          (Editing at each site, combinatorial editing)        
IV V
A B  EC D
RT-PCR
PCR
GAAAA (VNI)  A  5.93  1.24  9.11e-6  Brainstem
GGAAG (VNV)  ABD  32.94  0.89  0.004  Brainstem
GGAGG (VSV)  ABCD  12.8  0.89  0.005  Brainstem
GGGAG (VDV)  ABED  1.28  0.85             0.003  Brainstem
AAAGA (ISI)  C  1.14  1.25  0.01  Brainstem
GAAGA (VSI)  AC  1.06  1.26  0.0006  Brainstem
GAAGA (VSI)  AC  0.57  1.37  0.007  Cerebellum
AAGGA (IGI)  EC  0.13  0.70  0.03  Hippocampus
GAAAA (VNI)  A  8.41  1.23  1.12e-9  Hypothalamus
AAAAA (INI)  nonedited 6.17  1.07  0.02  Hypothalamus
GGAAG (VNV)  ABD  31.84  0.90  1.05e-9  Hypothalamus
GAAAG (VNV)  AD  2.96  1.08  0.003  Hypothalamus
GGAGG (VSV)  ABCD  11.44  0.90  0.0002  Hypothalamus
GAAGA (VSI)  AC  1.15  1.34  4.92e-8  Hypothalamus
AGAAA (MNI)  B  0.75  1.17  0.0002  Hypothalamus
AAAGA (ISI)  C  0.67  1.48  0.0002  Hypothalamus
AAAGG (ISV)  CD  0.66  1.10  0.006  Hypothalamus
GAGAG (VDV)  AED  0.19  0.74  0.02  Hypothalamus
GAGGG (VGV)  AECD  0.05  0.70  0.02  Hypothalamus
GGGAA (VDI)  ABE  0.18  3.08  0.01  Pituitary
AGGAA (MDI)  BE  0.034  0.82  0.04  Pituitary
GAAAA (VNI)  A  4.81  1.07  0.01  Prefrontal cortex
GGAAA (VNI)  AB  13.84  1.09  0.001  Prefrontal cortex
GAAGA (VSI)  AC  0.88  1.15  0.005  Prefrontal cortex
GGGAA (VDI)  ABE  0.68  0.78  0.01  Prefrontal cortex
GAAAA (VNI)  A  6.47  1.33  2.70e-8  Raphe
AAAAA (INI)  nonedited 5.49  1.12  0.001  Raphe
GGAAG (VNV)  ABD  34.78  0.92  1.41e-6  Raphe
GGAAA (VNI)  AB  15.32  1.12  0.003  Raphe
GGAGG (VSV)  ABCD  13.88  0.90  0.0008  Raphe 
GGGAG (VDV)  ABED  1.26  0.86  0.0006  Raphe
GAAGA (VSI)  AC  1.01  1.34  0.0002  Raphe
AAAGA (ISI)  C  0.77  1.38  9.04e-8  Raphe
AGAAA (MNI)  B  0.60  1.24  0.008  Raphe
AAGAG (IDV)  ED  0.26  0.91  0.04  Raphe
AAGGA (IGI)  EC  0.08  0.80  0.003  Raphe
AAAGA (ISI)  C  0.81  1.46  0.0002  Spinal cord
AGAAA (MNI)  B  0.60  1.17  0.045  Spinal cord
GGGAA (VDI)  ABE  0.56  0.50  0.01  Spinal cord
GGGGA (VGI)  ABEC  0.31  0.51  0.007  Spinal cord
GGAGA (VSI)  ABC  6.27  1.29  0.03  Striatum
AGAAG (MNV)  BD  0.58  0.82  0.01  Striatum
GAAAA (VNI)  A  6.60  1.14  0.001  Whole brain
GGAAA (VNI)  AB  13.35  1.10  0.01  Whole brain  
          
RNA isoforms     Editing sites      Abundance    Fold-change       p-value       Brain structures




















































































































































Figure 3. Loss of Snord115 has a mild influence on Htr2c RNA editing profiles. (A) Upper part: sequence-specific A-to-I RNA editing alters the genetic
information embedded in exon V of Htr2c mRNA. Lower part: High-throughput sequencing method to measure RNA editing of Htr2c mRNA. (B)
Percentage of RNA editing at each individual site in whole brain, spinal cord as well as in eight manually dissected brain regions of Snord115-deficient
(black bars) mice and WT littermates (white bars; n = 9–12 per genotype). (C) The table lists significant changes (p<0.05) in the proportion of Htr2c
Figure 3 continued on next page
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part). This high-throughput sequencing method allows reliable analyses of RNA editing
(Morabito et al., 2010b). Indeed, given the high sequencing coverage (~1 million reads per geno-
type) and the substantial number of mice analyzed (n = 8–12 per genotype), there was little inter-
mouse variability, with highly similar editing patterns to those previously published: the A, B, and D
sites being more edited compared to C and E sites (Abbas et al., 2010; Morabito et al., 2010b).
Our analyses showed that editing frequencies at each of the five individual sites remained globally
unaltered in Snord115-KO mice. Nevertheless, we identified a few alterations at a magnitude rang-
ing from 1 to 4%, particularly in the hypothalamus, brainstem, and raphe (Figure 3B). Regarding the
relative proportions of Htr2c isoforms (Figure 3C), we observed altered expression for 44 isoforms,
with most of them (28 out of 44) corresponding to lowly expressed Htr2c transcripts accounting for
less than 5% of the total. These changes could not have been anticipated in a straightforward man-
ner based on the most parsimonious interpretation stating that Snord115 targets the C-site for 2’-O-
methylation (Cavaillé et al., 2000; Vitali et al., 2005). Because Htr2c RNA editing increases over
time, from embryogenesis to adulthood (Wahlstedt et al., 2009), we reasoned that lack of
Snord115 could be more detrimental during dynamic changes in RNA editing. We thus quantified
editing at E16.5 of development in whole brain as well as in hypothalamus, cortex, and hippocam-
pus. As expected, adult tissues displayed an overall increase in editing as compared to their E16.5
counterparts. However, the comparison of Snord115-deficient samples with WT did not reveal any
significant differences in editing levels at any of the five sites, except for slight increase at the B-site
and a very few changes in mRNA isoforms for prefrontal cortex (Figure 3—figure supplement 1).
Finally, Htr2c RNA editing profiles also remained largely unaltered in hypothalamus of adult mice
chronically treated with the preferential HTR2C agonist meta-chlorophenylpiperazine (mCPP), or
even in P1 or adult hypothalamus of mice simultaneously deleted for Snord115 and Snord116 genes
(Figure 3—figure supplement 1). Altogether, our high-throughput sequencing strategy found little
support for a pronounced effect of Snord115 on the regulation of Htr2c RNA editing in vivo and the
functional relevance, if any, of the observed small magnitude changes remain uncertain.
Snord115-deficient mice display normal emotional responses and
sociability
We then sought to determine whether deleting the brain-specific Snord115 genes is associated with
behavioral and/or metabolic abnormalities. Because altered HTR2C signaling, including abnormal
RNA editing, is linked to anxiety disorders and depressive states (Chagraoui et al., 2016;
Heisler et al., 2007; Mombereau et al., 2010; Spoida et al., 2014), we first subjected a cohort of
8–12 week-old Snord115-deficient and WT mice to the open field (OF) test. This classical behavioral
test simultaneously measures novelty-induced exploration and certain components of anxiety. As
judged by the distance travelled (Figure 4A -left), the exploratory drive and locomotion were not
altered in Snord115 mutant mice. Anxiety levels of Snord115-KO mice were also in the normal range,
as evidenced by the number of entries (not shown) and time spent (Figure 4A -right) in the central
zone of the OF considered as anxiogenic for rodents. The normal status of anxiety was further con-
firmed through the elevated plus maze (EPM) test, a cross-shaped platform that consists of two
open and two closed arms elevated from the floor. Here, anxiety-like behavior is reflected by avoid-
ance of the two open (anxiogenic) arms. Again, the frequencies of entry (not shown) and time spent
(Figure 4B) in the open arms of Snord115-deficient mice were found indistinguishable from that of
their WT littermates.
To evaluate other forms of emotional response, the novelty-suppressed feeding (NSF) test was
used. In this test, overnight food-deprived mice are exposed to a novel, illuminated environment in
which a pellet of food is presented in the center. Under these conditions, any delay in food
Figure 3 continued
isoforms in Snord115-deficient brain regions as indicated by the KO-to-WT ratio. The relative abundance of differentially expressed Htr2c isoforms, as
measured in WT, is also indicated (%).
The online version of this article includes the following figure supplement(s) for figure 3:
Figure supplement 1. Loss of Snord115 and/or Snord116 has a mild impact on Htr2c RNA editing during development or after chronic mCPP
treatment.
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Figure 4. Snord115-deficient mice do not display abnormal anxio-depressive-like phenotypes and show normal response to sociability stimuli. Cohorts
of adult Snord115-deficient males (black bars) and their WT littermates (white bars) were subjected to Open field (A), Elevated plus maze (B), Novelty
supressed feeding (C), Tail suspension (D), Forced swimming (E) and Three chambers (F) tests. The number of individuals analyzed are indicated within
histograms. Note that due to tracking issues, one WT individual was omitted from analysis (4F-left-panel). None of these analyses showed a significant
effect of genotype (ANOVA p-values>0.05 for genotype in each panel).
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consumption is interpreted as mixed anxio-depressive-like behaviors. Interestingly, Snord115-KO
mice showed an increase in the latency to feed compared to WT (Figure 4C -left). These results can-
not be attributable to change in hunger since food consumption in the home cage 5 min after the
test showed no differences between both groups (Figure 4C -right). This prompted us to employ
two additional tests - the tail suspension (TST) and forced swim (FST) tests - that also interrogate a
core symptom of depression such as resignation. In TST, mice are suspended by their tails with
impossibility to hold onto nearby surfaces while in FST they are placed in an inescapable tank filled
with water. In both paradigms, the escape behavior is monitored with immobility time used as a
read-out of despair-like phenotype. As shown in Figure 4D and E, the duration of immobility of
Snord115-deficient mice were similar to that of WT. Collectively, even though altered behavior was
apparent in NSF, we nevertheless consider that Snord115-deficient mice are able to mount a normal
emotional response when exposed to various acute stressors.
Mice expressing the fully edited (VGV), less active HTR2C receptor display elevated levels of
social interaction including increased aggressive behaviors (Martin et al., 2013). We then investi-
gated the sociability of Snord115-deficient mice through the three-chamber test. During the habitua-
tion session for which there is no additional mouse in the cages, WT and mutant mice contacted
equally the two empty (E) compartments, thus excluding any bias for one of the two compartments
(not shown). The day after, a non-familiar mouse (S1) was introduced in one of the two compart-
ments and time spent interacting with S1 over E1 was used as an index of sociability. As shown in
Figure 4F -left, both WT and Snord115-deficient mice spent more time in contacting S1 with no dif-
ference between the two genotypes. Of note, we did not detect any apparent signs of aggression.
Finally, we also tested the preference for social novelty by introducing another stranger (S2) mouse.
Again, we did not find any differences between WT and KO mice with, as expected, both genotypes
interacting more with the novel intruder (S2) than the familiar one (S1) (Figure 4F -right). Taken
together, these observations showed that social preference and recognition are unchanged in
Snord115-KO mice.
Snord115-deficient mice show normal spontaneous food intake and
energy balance on chow diet
Snord115 is expressed in most, if not all, pro-opiomelanocortin (Pomc) neurons in the arcuate
nucleus (ARC) of the hypothalamus (supplementary file 2). The activation of HTR2C in ARC Pomc
neurons, but also in nucleus of the solitary tract, promotes satiety and it also regulates body weight,
energy balance, and glucose homeostasis (Berglund et al., 2013; D’Agostino et al., 2018;
Heisler et al., 2002; Xu et al., 2010; Xu et al., 2008; Zhou et al., 2007). We then examined feed-
ing behaviors and energy balance. We found that body weights (Figure 5A) and body composition
(Figure 5B) of 8-week-old adult Snord115-KO mice were in the normal range as compared to WT lit-
termates. Moreover, blood glucose levels were also unaffected and, after a bolus administration of
glucose, WT and Snord115-deficient mice displayed the same ability to regulate a glucose load
(Figure 5C). Food intake of Snord115-KO mice was then automatically quantified over a 24 hr period
using the TSE Phenomaster system. Both daily and nightly food intake (Figure 5D), as well as physi-
cal activity (Figure 5E), remain unaffected in mutant mice while, as expected, increased food con-
sumption and elevated locomotion during the dark phases. Finally, indirect calorimetry did not
detect any defect in energy expenditure (Figure 5F) or respiratory exchange ratio (RER; Figure 5G),
either during daylight or at night. Thus, feeding behavior and energy metabolism are unlikely to be
disrupted by loss of Snord115.
Snord115-deficient mice display normal response to starvation
The normal daily food intake of Snord115-deficient mice when nutrients are constantly available
does not rule out potential deficiencies upon food deprivation. We then assessed response of
Snord115-KO mice after 18 hr (overnight) fasting. This was first done by measuring the steady-state
levels of three ARC mRNAs encoding appetite-associated neuropeptides whose expression is
affected by fasting (Baldini and Phelan, 2019; Henry et al., 2015). Figure 5H shows that our starva-
tion procedure led, as expected, to an increase in the hypothalamic expression of the orexigenic
Npy and Agrp peptide encoding mRNAs in WT mice while expression of the anorexigenic Pomc
peptide encoding mRNA exhibited a tendency to decrease. Remarkably, the three above-mentioned
Hebras, Marty, et al. eLife 2020;9:e60862. DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.60862 10 of 24
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Figure 5. Snord115-deficient mice show regular homeotic feeding behavior and energy balance. Body weight (A) and body composition measured by
EchoMRI (B). Glucose tolerance test (GTT) of overnight (16 hr) fasted Snord115-deficient mice (n=14) and their WT littermates (n=9) (black and white
squares, respectively). The graph represents the fate of glucose versus time after i.p. glucose administration (C). Food intake (D), spontaneous
locomotion (E), energy expenditure (F), and respiratory exchange ratio (G) of Snord115-deficient mice and WT littermates were measured using the TSE
Figure 5 continued on next page
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mRNAs were roughly similarly regulated in Snord115-deficient mice during fasting. The overall physi-
ological response to fasting was also unaffected, as evidenced by body weight loss (Figure 5I),
decreased glucose levels (Figure 5J) and increased ketone level (Figure 5K). Finally, mRNA-seq also
showed that, in the absence of Snord115, global gene expression in hypothalamus of mice fed on
regular chow diet is unaffected compared to WT. Indeed, we only uncovered eight differentially
expressed transcripts (DEG) with two of them matching the deleted genomic region
(supplementary file 3). Hence, the expression of several key appetite-related genes, as well as that
of the neighbouring imprinted genes, was in the normal range (Figure 5L). These data suggest that
Snord115-deficient mice respond normally to starvation and do not present any apparent defects in
hypothalamic gene circuits of the melanocortin pathway.
Snord115-deficient mice respond normally to the appetite-suppressant
actions of the HTR2C agonist
HTR2C is the main, if not the sole, target on which the preferential HTR2C agonist mCPP exerts its
appetite-suppressant effects (Berglund et al., 2013; Tecott et al., 1995). We then reasoned that
Snord115-deficient mice should display an attenuated mCPP response, that is a decreased sensitivity
to the actions of mCPP. Vehicle (saline solution) or mCPP were administrated intra-peritoneally to 16
hr fasted WT and KO mice. Chow diet was then reintroduced 30 min later and the amount of food
consumed was recorded using the TSE Phenomaster system during the first and second hour follow-
ing food presentation. Figure 5M (upper and lower panels) shows that food intake of NaCl-treated
Snord115-deficient mice was similar than that of WT littermates, indicating that homeostatic feeding
is normal. This was consistent with unaffected neural circuits of the melanocortin pathway as
described above. As expected, food intake of mCPP-treated WT and KO mice was severely and
dose-dependent reduced during the first hour as compared to controls (50% and 90% decrease fol-
lowing administration of 1 and 5 mg/kg of mCPP, respectively). Given that anorectic responses of
mCPP remained in the same range in both genotypes, loss of Snord115 does not perceptibly disturb
the hypothalamic HTR2C signaling cascade in vivo, at least when fast-induced food intake is used as
a read-out.
Snord115-deficient mice behave normally upon high-fat diet
We next asked whether metabolic stressors, such as long-term exposure to high-fat diet (HFD), may
reveal deficiencies in feeding behavior and/or energy homeostasis not seen on regular chow diet. A
cohort of 8- to 12 week-old adult mutant and WT mice were then subjected to HFD (60% lipid) for
24 weeks. During the course of diet-induced obesity, body weight gain of Snord115-KO mice was
similar to WT mice (Figure 6A) with normal adiposity as evidenced by the weights of perigonadal,
subcutaneous fat mass and liver measured after euthanasia. Only brown adipose tissue showed a
statistically significant change, with Snord115-KO tissues being 38% heavier than WT tissues
(Figure 6B). We then searched for potential differences in glucose metabolism by performing an
oral glucose test tolerance after 12 weeks of HFD exposure. Capability for glucose clearance in
Snord115-KO mice did not differ substantially from that of WT littermates (Figure 6C). In addition,
indirect calorimetry analyses did not reveal any obvious differences in food intake (Figure 6D),
ambulatory activities (Figure 6E), energy expenditure (Figure 6F) or respiratory exchange ratio
(Figure 6G). Altogether, our analyses did not unveil significant metabolic differences between
Snord115-KO and WT littermates after HFD exposure.
Figure 5 continued
PhenoMaster System. (H-K): Snord115-deficient mice and WT littermates were overnight (18 hr) starved. Expression levels of Pomc, Agrp and Npy
mRNAs in hypothalamus were measured (RT-qPCR relative to Gapdh) (H). Weight loss after fasting (I), blood glucose (J) and ketone bodies (K) levels
were measured in the fed and starved states. (L) Heatmap of the normalized mRNA-seq read counts from a list of genes of interest, as indicated below
the panel. The normalized expression for each gene (column) and each genotype (row) is represented by colour code (yellow, lower value; red, higher
value). Note that Gm24966 and Gm26498 match the deleted region. (M) Snord115-deficient mice and WT littermates were overnight (16 hr) starved and
food intake of mCPP- and NaCl-treated mice was recorded using the TSE Phenomaster system during the first and second hour after treatment. mCPP
was i.p. administered (1 mg/kg, M-top) or (5 mg/kg, M-bottom). White and black bars represent WT and Snord115-deficient mice, respectively. The
number of individuals analysed are indicated within histograms. None of the analyses in panels A-K and M showed a significant effect of genotype
(ANOVA p-values>0.05 for genotype in each panel).
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Discussion
In this study, we challenged long-standing observations linking the neuronal-specific SNORD115
genes to activity of the HTR2C receptor and clinical features of PWS. More precisely, we aimed at
testing, for the first time and at the organism level, the hypothesis according to which SNORD115
regulates the processing of HTR2C pre-mRNA and, in doing so, influences HTR2C-mediated brain
functions. Of particular translational relevance, lack of SNORD115, and thus putative defects in post-
transcriptional regulation of HTR2C pre-mRNA could, in principle, account for impaired emotional
response and/or food seeking behavior that feature PWS (Cavaillé, 2017; Marty and Cavaillé,
2019; Stamm et al., 2017).
Despite the fact that we thoroughly assessed post-transcriptional regulation of Htr2c pre-mRNA
in numerous discrete brain regions collected from a substantial number of genetically comparable
WT and Snord115-KO mice, we failed to detect any discernible impact on alternative splicing, as
judged by the regular-to-truncated ratio of alternatively spliced Htr2c mRNA isoforms. Furthermore,
only subtle changes in regional-specific RNA editing of functional relevance, if any, were uncovered.
Our observations are in line with two recent in vivo studies. Reactivation of the Snord116-Ipw-
Snord115 genomic interval in choroid plexus - that does not normally express Snord115 - leads to
modest impact on RNA editing without any impairment in alternative splicing of Htr2c pre-mRNA
(Raabe et al., 2019). Moreover, oligonucleotides mimicking Snord115 base-pairing have no effects
on alternative splicing, despite the fact that in vivo delivery of antisense oligonucleotides targeting
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Figure 6. Snord115-deficient mice behave normally when fed a high-fat diet. (A) Weight of Snord115-deficient mice and WT littermates before (W0)
and after 6 (W6), 12 (W12) and 24 (W24) weeks of HFD. (B) Adiposity of Snord115-deficient mice and WT littermates after 24 weeks of HF diet as judged
by the weights of brown adipose tissue (BAT), perigonadal (PG) fat, subcutaneous (SC) fat and liver. (C) Glucose tolerance test of overnight (16 hr)
fasted Snord115-deficient (n=13) and WT littermates (n=8) after 12 weeks of HFD. The graph represents the fate of glucose versus time after oral
glucose administration (1.5 g/kg). Food intake (D), spontaneous locomotion (E), energy expenditure (F) and respiratory exchange ratio (G) of Snord115-
deficient mice and WT littermates were measured after 16 weeks of HFD (Phenomaster TSE System). White and black bars represent WT and Snord115-
deficient mice, respectively. The number of individuals analyzed are indicated within histograms. None of these analyses showed a significant effect of
genotype (ANOVA p-values>0.05 for genotype in each panel), except for panel B (p-value=0.04125 for genotype, with pairwise t-tests indicating a
significant difference between WT and KO brown adipose tissues).
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other RNA segment of Htr2c pre-mRNA can alter the regular-to-truncated ratio of HTR2C
(Zhang et al., 2016). Hence, in vivo molecular outputs of SnoRD115/Htr2c mRNA interaction are
more complex than previously inferred from in vitro observations (Kishore and Stamm, 2006;
Vitali et al., 2005).
Our findings therefore may appear at odds with prior observations, including our own
(Cavaillé et al., 2000; Vitali et al., 2005). These apparent discrepancies deserve to be tempered by
considering them in their full scientific context. First, in vitro studies with non-neuronal cells overex-
pressing both Htr2c and Snord115 from artificial mini-genes do not take into account differential cel-
lular compartmentalization of the two interacting RNA partners (Kishore and Stamm, 2006;
Vitali et al., 2005). In addition, it has been shown that ‘any cellular RNA’ can be modified, at least
to some extent, by forced expression of an exogenously expressed SNORD (Cavaillé et al., 1996;
Kiss-László et al., 1996). Therefore, in vitro data must be interpreted with caution and, as such, they
must be considered as proof-of-principles but by no means as definitive functional proofs. Second,
conflicting observations regarding the precise mode of action of Snord115 still remained. Changes
in Htr2c alternative splicing were described in the hypothalamus of PWS-IC mice (Garfield et al.,
2016) but not in those of PWS patients studied (Bochukova et al., 2018) or in whole brain of PWS-
IC mice (Doe et al., 2009). Third, although altered Htr2c RNA editing was reported in the brain of
PWS-IC and PatDp/+ mouse models, these changes did not correlate with the dosage of Snord115
(Doe et al., 2009; Nakatani et al., 2009). In addition, no reproducible editing changes were noticed
in the frontal cortex of a few PWS patients (Glatt-Deeley et al., 2010). Analyses of RNA editing in
these studies involved a very small number of sequenced HTR2C cDNA clones, typically ~20–100
per genotype. Given that the combinatorial RNA editing of the HTR2C pre-mRNA produces 32
mRNA edited isoforms, low-coverage sequencing procedures are subject to strong sampling biases
and low statistical power, thus rendering the interpretation of changes in the level of edited HTR2C
isoforms highly risky. As already correctly pointed out by others (Abbas et al., 2010;
Morabito et al., 2010b; O’Neil and Emeson, 2012), recent high-throughput sequencing methods,
as described here with ~1 million sequences per genotype, have made it feasible to resolve such
technical issues. Accordingly, our findings are much more statistically robust than previous published
studies. In such a complex framework, demonstrating the presence of a 2’-O-methyl group at the
C-site would undoubtedly represent ultimate proofs to define the mode of action of Snord115. How-
ever, identifying a ribose methylated nucleotide in low abundance Htr2c transcripts remains techni-
cally challenging, in particular if methylated at sub-stoichiometric levels.
The question then arises as to whether loss of Snord115 is accompanied by physiological abnor-
malities. Eating disturbance and obesity in PWS (Cassidy et al., 2012), together with the anorectic
proprieties of HTR2C (Berglund et al., 2013; D’Agostino et al., 2018; Heisler et al., 2002;
Xu et al., 2010; Xu et al., 2008; Zhou et al., 2007), prompted us to first concentrate on food intake
and energy balance. Our genetic background and experimental settings, however, failed to reveal
any notable alterations on regular diet, upon fasting-refeeding transition or even after exposure to
HFD. Of note, blunted feeding effects of the HTR2C agonist (WAY-161503) and impaired melano-
cortin signaling were described in the PWS-IC mice. These defects were attributed to lack of
Snord115 (Garfield et al., 2016). The PWS-IC mouse model carries a paternally inherited deletion of
the imprinted center (IC) region leading to the silencing of all imprinted genes positioned on the
paternal allele (Yang et al., 1998). Moreover, these knockout mice are growth retarded and it is nec-
essary to switch to a hybrid genetic background to avoid 80–100% neonatal mortality due to
absence of paternal contribution. These inherent limitations represent obvious sources of confound-
ing factors. Thus, we favor an alternative explanation according to which defects in HTR2C-mediated
feeding circuitries result from a combination of the deficiencies of several paternally expressed
genes. This is all the more likely as defects in the serotonergic system have been described in mice
disrupted for the paternally expressed Magel2 (Mercer et al., 2009) or Ndn (Zanella et al., 2008)
genes. Moreover, altered expression of neuropeptide of the melanocortin system was also reported
in Snord116-KO mice (Burnett et al., 2017; Qi et al., 2016). Thus, Snord115 appears largely dis-
pensable for homeostatic feeding and, as such, it considerably differs from Snord116 ablation which
leads to decreased body-weight, apparent increased food intake and resistance to HFD-induced
obesity, among other phenotypes (Ding et al., 2008; Polex-Wolf et al., 2018; Qi et al., 2016;
Skryabin et al., 2007; reviewed in Marty and Cavaillé, 2019).
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The apparent lack of profound molecular and behavioral consequences does not necessarily
mean that Snord115 is of minor relevance. As a case in point, we observed changes in the excitabil-
ity of 5-HT neuronal circuitries in living Snord115-KO mice (B. Guiard, personal communication).
More broadly, the lack of SNORD115 might only have observable phenotypic consequences in sensi-
tized genetic contexts, for example when expression of the other flanking co-regulated paternally
expressed genes is also disrupted as observed in the vast majority of PWS people or in PWS-IC
mice. Consistent with that possibility, mice simultaneously deleted for Snord115 and Snord116
genes display more severe phenotypes than single Snord115- or Snord116-KO mice (Boursereau,
Marty et al. unpublished observations). Finally, and in the same vein, loss of SNORD115 might only
become apparent under perturbed metabolic contexts, perhaps as ‘secondary disease-effects’ once
obesity is fully established in individuals with PWS.
There are other limitations commonly known to blur phenotypes in constitutive KO models. An
obvious caveat is that any tissues, and especially brain, are composed of heterogeneous cell popula-
tions. For instance, transcriptomic analyses of single cells in mouse hypothalamus identified 34 neu-
ronal cell clusters (Chen et al., 2017). Pomc neurons represent a few per cent of these hypothalamic
neurons with only 30–40% expressing Htr2c (Lam et al., 2017). Assuming that Snord115 mostly reg-
ulates Htr2c processing in the minority of Pomc neurons, it might then be illusory to hope detecting
robust molecular changes in a mixture of molecularly and phenotypically diverse neurons. An addi-
tional layer of complexity may also arise from poorly understood ‘adaptive mechanisms’ which
increase the density of the fully edited (VGV) HTR2C receptor at the cell membranes, very likely com-
pensating for its diminished activity (Kawahara et al., 2008; Morabito et al., 2010a; Olaghere da
Silva et al., 2010). Finally, how site-specific RNA editing is regulated remains a topic of intense
research (Freund et al., 2020 and references therein). Initial studies based on Sanger sequencing
methods claimed that Htr2c editing is dynamically regulated in a context-dependent manner, partic-
ularly depending on serotonin levels (Schmauss, 2003). Yet, more recent high-throughput sequenc-
ing analyses did not fully confirm all these earlier findings. Only rather subtle RNA editing changes
were noticed with respect to genetic background or serotonin content (Abbas et al., 2010;
Morabito et al., 2010b), disease states (O’Neil and Emeson, 2012; Zhu et al., 2012), pharmaco-
logical manipulations (Abbas et al., 2010) or reovirus infections (Hood et al., 2014). Hence, Htr2c
RNA editing appears robustly controlled very likely by distinct overlapping mechanisms and
Snord115 might only be one of these regulators. Keeping these potential limitations in mind, future
studies involving conditional Snord115 gene deletion together with single neuron analyses are now
required to fully apprehend how loss of SNORD115 may shape HTR2C-mediated neuronal functions
and thus possibly the pathophysiology of PWS.
Materials and methods
Mice housing and breeding
Animal procedures were approved by the University of Toulouse and CNRS Institutional Animal Care
Committee (DAP2016061716367988 and DAP2018011214542827). The animal housing facility met
CNRS standards. Mice were housed in a temperature-controlled room with a 12 hr light–dark cycler
and access to water and food ad libitum, either regular chow diet or HFD diet (ssniff DIO – 60 kJ%
fat [Lard]). We backcrossed to C57BL/6J genetic background for at least eight generations before
proceeding to behavioral and metabolic analyses. Upon euthanasia, tissues were harvested,
weighted and immediately snapfrozen in liquid nitrogen and stored at  80˚C.
Generation of Snord115 knock-out mouse model
A Snord115 knock-out mouse model was generated by co-injecting zygotes isolated from (C57BL/
6JxCBA) F1 mice with in vitro transcribed Cas9 encoding mRNA (GeneArt CRISPR nuclease mRNA,
Invitrogen) and two guide RNAs (MEGAshortscript T7 Transcription Kit; Ambion) designed to base-
pair upstream and downstream of Snord115 gene array (crispr.mit.edu tool). Briefly, prepubertale
(C57BL/6JxCBA) F1 female (4–6 weeks old) were superovulated by IP injection of 5IU PMS and 5IU
hCG at an interval of 46 hr and mated overnight with (C57BL/6JxCBA) F1 adult male mice. Zygotes
were collected after 22 hr of hCG injection. Microinjection was performed using an Eppendorf micro-
injector. Typically, a few picoliters of Cas9 mRNA (100 ng/mL) and in vitro transcribed sgRNAs (25
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ng/mL each) were co-injected into cytoplasm and pronuclei of zygote. Injected zygotes were then
cultured in M16 medium until blastocyst stage for analyzing cleavage efficiency or directly trans-
ferred into the oviductal ampullas of pseudopregnant female mice (around 20 embryos per female).
Following the CRISPR/Cas9 procedure, pups born were selected by PCR on genomic DNA from tail
tips (Wizard Genomic DNA Purification Kit; Promega). Primers are listed in Supplementary file 4.
RNA extraction, RT-qPCR, and Northern blot
Total RNA was extracted using TRI reagent (Euromedex) followed by RNAse free-RQ1 DNAse
(Promega) and proteinase K (Sigma) treatments. 1 mg of whole cell RNA was reverse transcribed
with random hexamer primers using Go Script Reverse Transcriptase kit (Promega) at 42˚C for 60
min. mRNA expression was performed using the IQ Custom SYBR Green Supermix (Bio-Rad) qPCR.
The relative quantification of gene expression was performed using the standard curve method with
triplicates for each data point. For Northern blotting analysis, 5 mg of total RNA was fractionated by
electrophoresis on a 6% polyacrylamide/7 M urea denaturing gel. Electro transferred onto a nylon
membrane (Amersham Hybond-N, GE Healthcare) followed by UV crosslinking (Stratalinker). Hybrid-
izations were carried out with 50-end 32P-labeled-DNA oligonucleotide probes. Membranes were
incubated overnight at 50˚C in 5X SSPE, 5X Denhardt’s, 1% SDS, 150 mg/mL yeast tRNA and washed
twice in 0.1% SSPE, 0.1% SDS for 15 min at room temperature. a Typhoon Biomolecular Imager
(Amersham) and visualized using Multi Gauge V3.0 software. Radioactive signals were revealed using
a Typhoon Biomolecular Imager (Amersham) and visualized using Multi Gauge V3.0 software. Pri-
mers are listed in Supplementary file 4.
A-to-I RNA editing analyses
A 249-nt long segment overlapping the spliced Exon IV-Exon V junction of Htr2c mRNA was ampli-
fied with Htr2c-F and Htr2c-R primers (35 amplification cycles; annealing temperature of 65˚C). Sin-
gle multiplexing was performed using home-made 6 bp index which were added to reverse primer
during a second PCR (12 cycles) using forward P5 and reverse P7 primers. Primers are listed in
Supplementary file 4. The resulting PCR products were purified and sequenced on a HiSeq3000
(Illumina) according to the manufacturer instructions. The quality of the run was checked internally
using PhiX (15%) and each paired-end sequence was assigned to its sample with the help of the pre-
viously integrated index. Reads were aligned on the mm10 mouse genome using hisat2 (Kim et al.,
2019) and reads mapping on the amplicon locus were selected using bedtools. For each of the five
editing sites, A-to-G conversion was scored in every read with high quality (sequencing quality score
20 for the nucleotide mapped on that site). Raw data are available on Sequence Read Archive
(SRA) database under the accession numbers PRJNA603261 and PRJNA603264. Scripts used for
that analysis, detailed instructions and intermediary data have been deposited at https://github.
com/HKeyHKey/Hebras_et_al_2020 (Seitz, 2020; copy archived at swh:1:rev:
1b96b6f5e8d479eb43f12f6687f04d4a60f4e305).
rRNA 2’O-methylation profiling
RiboMeth-seq was performed in biological triplicates on whole adult mouse brains (Birkedal et al.,
2015). In brief, 5 mg of total RNA was alkaline degraded and size fractionated to the range of 20–40
nt. Sequencing adaptors were ligated on to the ends of the alkaline degraded RNA using a modified
tRNA ligase. The library RNA containing adaptors was reverse transcribed using Superscript IV
(Thermo Fisher Scientific). The final libraries were sequenced on a PI Chip v3 (Thermo Fisher Scien-
tific) using an Ion Proton semiconductor sequencer. Reads were mapped against curated mouse
rRNA sequences (Hebras et al., 2020). RiboMeth-seq data are available on GEO under the acces-
sion number GSE145159.
Transcriptomic analyses
Library preparation (polyA selection) and Illumina sequencing (2  150 bp configuration) were per-
formed by Genewiz. Raw data quality control was done using FASTQC (Version 0.11.9). Reads were
aligned to reference genome (GRCm38/mm10, Dec. 2011) with STAR (Version 2.4.0.1). Read counts
were generated for each annotated gene (GRCm38/mm10, Ensembl gtf release 91) using HTSeq-
count (Version 0.11.1). Read normalization and pairwise differential gene expression analysis with
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multiple testing corrections were conducted using the R Bioconductor DESeq2 package (Version
1.26). The heat map was produced by R (heatmap.2) using normalized RNA-seq read counts from a
list of genes of interest. Genes reads counts per sample were first normalized by the ‘Relative Log
Expression’ normalization (RLE) implemented in the DESeq2. Each normalized count was then nor-
malized by the mean normalized value of the gene across all samples, in order to remove differences
due to the level of expression of each gene. Samples are clustered in the left side of the figure, with
a dendrogram, computed with euclidian distance and the complete agglomeration method. Raw
data are available on Sequence Read Archive (SRA) database under the accession number
PRJNA608249.
Behavioral procedures
Behavioral tests were conducted as previously described in Marty et al., 2016 and references
therein. Most of them were performed blind during the light phase (from 8:30 a.m to 1 p.m.) using
3- to 5-month-old male mice (backcrossed on the C57BL/6J genetic background for n > 8 genera-
tions). Open Field - Locomotion and exploratory behavior were measured in a circular arena (height,
30 cm; diameter, 40 cm) located in a room containing no conspicuous features and illuminated by a
white light (20 lx). Time spent in the center of the arena was recorded using the video tracker soft-
ware (Ethovison XT, Noldus, Netherlands). Locomotion was scored during a 10 min session whereas
center vs border activity were only analyzed during the first 5 min. Elevated Plus Maze - Mice were
placed in an automated EPM (Imetronic, Pessac, France). This maze consisted of a plus (+)-shaped
track with two closed and two open arms (30  10  20 cm) that extended from a central platform
(10  10 cm). The apparatus was elevated 50 cm above the floor and was surrounded by a white cur-
tain with no conspicuous cues. Each trial began with the mouse placed in the central zone. The num-
ber of entries into the closed and open arms and the time spent in each arm were monitored during
the first 5 min. Novelty-Suppressed Feeding - Food-deprived mice for 24 hr were tested in a
50  50  20 cm box covered with bedding and illuminated by a 70 W lamp. A single pellet of food
was placed on a white paper positioned in the center of the box. All mice were tested individually
for 10 min and the latency time before the mouse ate the pellet was scored as a measure of motiva-
tion. Mice that did not eat during the testing period were not included in the analysis. Immediately
afterwards, each single mouse returned to its home cage and the amount of food consumed was
measured for 5 min (control for change in appetite as a possible confounding factor). Tail suspen-
sion test -Mice were suspended by their tails with tape, such that they cannot escape or hold on to
nearby surfaces. The test was performed using the Tail Suspension Test System (BIOSEB) during a 6-
min session. Immobility time was manually scored as an index of resignation. Forced swim test -
Mice were introduced individually in a plastic cylinder (25 cm tall 18 cm in diameter) filled with
water (23–25˚C) to a depth of 19 cm. A 6-min session was used and immobility time was only scored
during the last 4 min. Three-chamber test -Social behavior was measured in a rectangular three-
chambered enclosure (60  40 cm) with clear walls 22 cm high. Removable doors blocked access
from the center chamber to the outer chambers. Two cages (diameter 8 cm, height 15 cm) were
placed in the two outer chambers. On day 1 (5 min habituation session), mice were introduced into
the apparatus with two empty cages. On day 2, a stranger mouse (S1) was introduced in one of the
two cages and time spent interacting with S1 (sniffing) was measured during a 5 min session. Prefer-
ence for S1 over the empty cage was used as a measure of sociability. During the second stage
(same day), mice were submitted to two consecutive sessions with the same stranger with an inter-
session resting period of 1 hr during which they were returned to the home-cage. On day 3, mice
were submitted to the social novelty protocol (5-min session), with the previously encountered S1
mouse introduced in one cage and another stranger mouse (S2) was placed in the other cage. Pref-
erence for the previously encountered mouse over the familiar one was used as a measure of prefer-
ence for social novelty.
Determination of basal metabolism by indirect calorimetry
Indirect calorimetry was performed after 24 hr of acclimatization in individual cages. Oxygen con-
sumption, carbon dioxide production, and food and water intake were measured (Phenomaster; TSE
Systems, Bad Homburg v.d.H., Germany) in individual mice at 15 min intervals during a 24 hr period
at constant temperature (22˚C). The respiratory exchange ratio ([RER] = Vco2/Vo2) was measured.
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Energy expenditure (in kcal/day/kg0.75 = 1.44  Vo2  [3.815 + 1.232  RER]), glucose oxidation (in
g/min/kg0.75 = [(4.545  Vco2)   (3.205  Vo2)]/1000) and lipid oxidation (in g/min/kg
0.75 = [1.672 
(Vo2   Vco2)]/1000) were calculated. Ambulatory activities of the mice were monitored by infrared
photocell beam interruption (Sedacom; Panlab-Bioseb).
Glucose test tolerance and body composition
Glucose tolerance test (GTT) was performed under chow diet and at 12 weeks of HFD (i.p. and oral
glucose (1.5 g/kg) administration, respectively) after an overnight fast and blood glucose levels from
the tail vein were monitored over time using a glucometer (Accu-Chek). Total body fat and lean
mass on chow diet were determined in mice placed in a clear plastic holder, without anaesthesia or
sedation, and inserted into the EchoMRI-3-in-1 system (Echo Medical Systems, Houston, TX). Body
composition was also evaluated by weighing liver, brown adipose tissue, perigonadal and subcuta-
neous fat.
In situ hybridization on brain tissues
RNA FISH experiments were carried out on coronally sectioned 4% PFA fixed brain tissue (25 mm;
cryostat) collected from adult Pomc-eGFP transgenic mice (C57BL/6J-Tg(Pomc-EGFP)1Low/J; Jack-
son Laboratory). Briefly, slides were hybridized overnight at 37˚C in 15% formamide, 2X SSPE, 10%
dextran sulfate, 150 mg/mL yeast tRNA and 10 ng of Cy3-labeled SNORD115 oligonucleotide probe
(TXGAGCATGAATTTXATGTCATCACCTXTCTTCATGACAXT, with X = Amino-allyl-modified nucleo-
tides). Samples were washed at room temperature in 15% formamide, 2X SSPE (20 min, twice), then
1xXSSPE (10 min) and mounted in Moviol DAPI (0.1 mg/mL). Images were captured with a CoolSnap
HQ camera (Princeton Instruments) mounted on an inverted IX-81 microscope (Olympus) with a
1006 PL APO ON objective (NA 1.4) and the Metavue software.
Statistical methods
R and the Graphpad Prism (version 8) statistical software were used for data analysis. For multivari-
ate comparisons, statistical significance of the observed effects was calculated using ANOVA. When
ANOVA applicability conditions were not met (variance heterogeneity or non-normality of residuals),
measured values were log-transformed. In a few cases (Figure 5E and F, the two panels of
Figure 5L, Figure 6E and Figure 6G), ANOVA applicability conditions were not fully met even after
log-transformation, resulting in imprecise p-value calculation. For time-course analyses, explanatory
variables were either genotype and time (Figure 6A) or genotype and a variable depending on time
by a bi-exponential function, to account for the non-linearity of glucose concentration upon time
(Figures 5C and 6C). Data files and R scripts for these analyses have been deposited on https://
github.com/HkeyHKey/Hebras_et_al_2020 (Seitz, 2020; copy archived at swh:1:rev:1b96b6f5e8-
d479eb43f12f6687f04d4a60f4e305). For post-hoc tests and for univariate comparisons with two
groups, significance was assessed using Student’s t-test, or using the Mann-Whitney test when
experimental values were not normally distributed. Data are presented as mean ± SEM and statisti-
cally significant differences are indicated as *p<0.05,**p<0.01, ***p<0.001 and ****p<0.0001.
Acknowledgements
We thank the ABC Facility of ANEXPLO Toulouse for the mouse husbandry. We are grateful to the
GeT core facility, Toulouse, France (get@genotoul.fr) and the Phenotypage service - US006/CREFRE
INSERM/UPS. We are particularly indebted to Sophie Le Gonidec, Pauline Heuillard and Camille
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2020 Re-assessment of the involvement
of SNORD115 in the serotonin 2C
receptor pathway in a genetically







Abbas AI, Urban DJ, Jensen NH, Farrell MS, Kroeze WK, Mieczkowski P, Wang Z, Roth BL. 2010. Assessing
serotonin receptor mRNA editing frequency by a novel ultra high-throughput sequencing method. Nucleic
Acids Research 38:e118. DOI: https://doi.org/10.1093/nar/gkq107, PMID: 20185571
Baldini G, Phelan KD. 2019. The melanocortin pathway and control of appetite-progress and therapeutic
implications. Journal of Endocrinology 241:R1–R33. DOI: https://doi.org/10.1530/JOE-18-0596, PMID: 30
812013
Berg KA, Cropper JD, Niswender CM, Sanders-Bush E, Emeson RB, Clarke WP. 2001. RNA-editing of the 5-HT
(2C) receptor alters agonist-receptor-effector coupling specificity. British Journal of Pharmacology 134:386–
392. DOI: https://doi.org/10.1038/sj.bjp.0704255, PMID: 11564657
Berglund ED, Liu C, Sohn JW, Liu T, Kim MH, Lee CE, Vianna CR, Williams KW, Xu Y, Elmquist JK. 2013.
Serotonin 2C receptors in pro-opiomelanocortin neurons regulate energy and glucose homeostasis. Journal of
Clinical Investigation 123:5061–5070. DOI: https://doi.org/10.1172/JCI70338, PMID: 24177424
Hebras, Marty, et al. eLife 2020;9:e60862. DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.60862 20 of 24
Research article Chromosomes and Gene Expression
Bervini S, Herzog H. 2013. Mouse models of Prader-Willi syndrome: a systematic review. Frontiers in
Neuroendocrinology 34:107–119. DOI: https://doi.org/10.1016/j.yfrne.2013.01.002, PMID: 23391702
Bieth E, Eddiry S, Gaston V, Lorenzini F, Buffet A, Conte Auriol F, Molinas C, Cailley D, Rooryck C, Arveiler B,
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Cavaillé J, Nicoloso M, Bachellerie JP. 1996. Targeted ribose methylation of RNA in vivo directed by tailored
antisense RNA guides. Nature 383:732–735. DOI: https://doi.org/10.1038/383732a0, PMID: 8878486
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Kiss-László Z, Henry Y, Bachellerie JP, Caizergues-Ferrer M, Kiss T. 1996. Site-specific ribose methylation of
preribosomal RNA: a novel function for small nucleolar RNAs. Cell 85:1077–1088. DOI: https://doi.org/10.
1016/S0092-8674(00)81308-2, PMID: 8674114
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Marty V, Labialle S, Bortolin-Cavaillé ML, Ferreira De Medeiros G, Moisan MP, Florian C, Cavaillé J. 2016.
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Figure 1. Targeted deletion of the paternally expressed Snord115 genes. (A) Schematic representation of the imprinted Snurf-Snrpn region on mouse
chromosome 7 c, also commonly known as the imprinted PWS region at human 15q11q13. Paternally expressed and maternally expressed protein-
Figure 1 continued on next page
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Figure 1 continued
coding genes are symbolized by blue and pink rectangles, respectively. The paternally expressed SNORD gene array composed of Snord107, Snord64
and the tandemly repeated Snord116 and Snord115 gene families is depicted by a large, horizontal blue arrow while poorly defined noncoding
transcript (U-exons, anti-Ube3A and Ipw) are denoted with thin arrows. SNORD gene copies are denoted as vertical blue ovals. The Imprinting Centre
Region (ICR) that controls imprinted expression over the domain is represented by filled and open lollipops (methylated and un-methylated alleles,
respectively). Each Snord115 gene copy is intron-encoded within a ~ 1.9 kb tandemly- repeated unit spreading over a ~ 280 kb-long noncoding DNA
region. The two targeted DNA sequences by sgRNA(1) and sgRNA(2), as well as the theoretical and observed editing events at the deletion junction,
are shown. The PAM sequence is underlined and the position of the predicted cleavage sites are indicated (positions 17 and 18 of the sgRNA). The
genomic coordinates of the expected deletion is mm10 chr7:59,340,581–59,621,267. Green arrows represent the relative positions of P1, P2, and P3
primers used for PCR genotyping. Scale is not respected. (B) PCR genotyping of WT and mutant mice carrying a paternally-inherited deletion using a
mixture of P1, P2, and P3 primers. (C) Expression of Snord115 and Snord116 was assayed (northern blot) in whole brains from heterozygous mice having
a paternally- or maternally-transmitted deletion and WT littermates (n = 2 individuals per genotype). (D) Black and white bars represent Snord115
expression (RT-qPCR relative to Gapdh) in several brain areas dissected from mice bearing a paternally inherited deletion and WT littermates,
respectively (n = 8–12 per genotype). (E) Black and gray bars represent expression levels (RT-qPCR relative to Gapdh) of flanking imprinted genes in the
whole brain of mice bearing a paternally and maternally inherited deletion, respectively (n = 4–6 per genotype). Expression levels of WT were arbitrarily
set to 1. (F) IGV screenshot showing that a targeted deletion of Snord115 gene array does not perturb the expression at the Ube3A/anti-Ube3A gene
locus (mRNA-seq datasets generated from hypothalamus; supplementary file 3). (G) Methylation levels (RiboMeth-seq) at 2’-O-methylated rRNA sites
in WT (black circles) and Snord115-deficient (red circles) adult brain (n = 3 per genotype). Nucleotide numbering is according to human rRNA
(Krogh et al., 2016). Asterisks indicate statistical significance levels.
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Figure 1—figure supplement 1. Loss of Snord116 and Snord115 does not impact on rRNA methylation profiles in the adult brain. Methylation levels at
2’-O-methylated rRNA sites in adult brains of SNORD116-115-deficient mice (blue circles) and WT littermates (black circles) (n = 3 per genotype), as
judged by RiboMeth-seq. Nucleotide numbering is according to human rRNA (Krogh et al., 2016). The SNORD116-115-deficient mouse line will be
described elsewhere.
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Figure 2. Alternative RNA splicing of Htr2c pre-mRNA remains unaffected in Snord115-deficient brains. (A) Through the use of regular (blue) and
alternative (red) 5’ splice sites, RNA splicing of Htr2c pre-mRNA generates RNA2 and RNA1 transcripts that encode full length and truncated HTR2C
receptor, respectively. Htr2c pre-mRNA undergoes A-to-I RNA editing at five adenosines (green), denoted as the A, B, C, D, and E editing sites.
Snord115 has the potential to target the C-site for 2’-O-methylation, that is the position paired to the fifth nucleotide upstream of the D-box (CUGA).
(B) Black and white bars represent Htr2c mRNA expression levels (RT-qPCR relative to Gapdh) in whole brain and manually dissected brain regions of
Snord115-deficient mice and WT littermates, respectively (n = 5–8 per genotype). (C) Left: Black and white bars show the RNA2-to-RNA1 ratio (RT-
qPCR) in whole brain and manually dissected brain regions of adult Snord115-deficient mice and WT littermates, respectively (n = 6 per genotype).
RNA2-to-RNA1 ratios in WT were set to 1. Right: Histograms show the RNA2-to-RNA1 ratio (RT-qPCR) in hypothalamus and choroid plexus of adult WT
mice, respectively (n = 5–6 per tissue). The RNA2-to-RNA1 ratio in hypothalamus was set to 1 (D) Left: Ethidium bromide staining of RT-PCR products
obtained in hypothalamus of Snord115-deficient and WT littermates using a pair of primers (horizontal black arrows) that simultaneously detect RNA2
and RNA1, as illustrated above the gel. M, Marker (bp). Right: intensity of PCR signals was quantified and RNA2-to-RNA1 in WT was set to 1.
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Search for A-to-G mismatches (genomic vs RNA-seq reads) 
Analyses of Htr2c RNA editing in brain regions
          (Editing at each site, combinatorial editing)        
IV V
A B  EC D
RT-PCR
PCR
GAAAA (VNI)  A  5.93  1.24  9.11e-6  Brainstem
GGAAG (VNV)  ABD  32.94  0.89  0.004  Brainstem
GGAGG (VSV)  ABCD  12.8  0.89  0.005  Brainstem
GGGAG (VDV)  ABED  1.28  0.85             0.003  Brainstem
AAAGA (ISI)  C  1.14  1.25  0.01  Brainstem
GAAGA (VSI)  AC  1.06  1.26  0.0006  Brainstem
GAAGA (VSI)  AC  0.57  1.37  0.007  Cerebellum
AAGGA (IGI)  EC  0.13  0.70  0.03  Hippocampus
GAAAA (VNI)  A  8.41  1.23  1.12e-9  Hypothalamus
AAAAA (INI)  nonedited 6.17  1.07  0.02  Hypothalamus
GGAAG (VNV)  ABD  31.84  0.90  1.05e-9  Hypothalamus
GAAAG (VNV)  AD  2.96  1.08  0.003  Hypothalamus
GGAGG (VSV)  ABCD  11.44  0.90  0.0002  Hypothalamus
GAAGA (VSI)  AC  1.15  1.34  4.92e-8  Hypothalamus
AGAAA (MNI)  B  0.75  1.17  0.0002  Hypothalamus
AAAGA (ISI)  C  0.67  1.48  0.0002  Hypothalamus
AAAGG (ISV)  CD  0.66  1.10  0.006  Hypothalamus
GAGAG (VDV)  AED  0.19  0.74  0.02  Hypothalamus
GAGGG (VGV)  AECD  0.05  0.70  0.02  Hypothalamus
GGGAA (VDI)  ABE  0.18  3.08  0.01  Pituitary
AGGAA (MDI)  BE  0.034  0.82  0.04  Pituitary
GAAAA (VNI)  A  4.81  1.07  0.01  Prefrontal cortex
GGAAA (VNI)  AB  13.84  1.09  0.001  Prefrontal cortex
GAAGA (VSI)  AC  0.88  1.15  0.005  Prefrontal cortex
GGGAA (VDI)  ABE  0.68  0.78  0.01  Prefrontal cortex
GAAAA (VNI)  A  6.47  1.33  2.70e-8  Raphe
AAAAA (INI)  nonedited 5.49  1.12  0.001  Raphe
GGAAG (VNV)  ABD  34.78  0.92  1.41e-6  Raphe
GGAAA (VNI)  AB  15.32  1.12  0.003  Raphe
GGAGG (VSV)  ABCD  13.88  0.90  0.0008  Raphe 
GGGAG (VDV)  ABED  1.26  0.86  0.0006  Raphe
GAAGA (VSI)  AC  1.01  1.34  0.0002  Raphe
AAAGA (ISI)  C  0.77  1.38  9.04e-8  Raphe
AGAAA (MNI)  B  0.60  1.24  0.008  Raphe
AAGAG (IDV)  ED  0.26  0.91  0.04  Raphe
AAGGA (IGI)  EC  0.08  0.80  0.003  Raphe
AAAGA (ISI)  C  0.81  1.46  0.0002  Spinal cord
AGAAA (MNI)  B  0.60  1.17  0.045  Spinal cord
GGGAA (VDI)  ABE  0.56  0.50  0.01  Spinal cord
GGGGA (VGI)  ABEC  0.31  0.51  0.007  Spinal cord
GGAGA (VSI)  ABC  6.27  1.29  0.03  Striatum
AGAAG (MNV)  BD  0.58  0.82  0.01  Striatum
GAAAA (VNI)  A  6.60  1.14  0.001  Whole brain
GGAAA (VNI)  AB  13.35  1.10  0.01  Whole brain  
          
RNA isoforms     Editing sites      Abundance    Fold-change       p-value       Brain structures




















































































































































Figure 3. Loss of Snord115 has a mild influence on Htr2c RNA editing profiles. (A) Upper part: sequence-specific A-to-I RNA editing alters the genetic
information embedded in exon V of Htr2c mRNA. Lower part: High-throughput sequencing method to measure RNA editing of Htr2c mRNA. (B)
Figure 3 continued on next page
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Figure 3 continued
Percentage of RNA editing at each individual site in whole brain, spinal cord as well as in eight manually dissected brain regions of Snord115-deficient
(black bars) mice and WT littermates (white bars; n = 9–12 per genotype). (C) The table lists significant changes (p<0.05) in the proportion of Htr2c
isoforms in Snord115-deficient brain regions as indicated by the KO-to-WT ratio. The relative abundance of differentially expressed Htr2c isoforms, as
measured in WT, is also indicated (%).
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RNA isoforms     Editing sites      Abundance    Fold-change        p-value        Brain structures
 (amino acids)                                 (% in WT)         (KO/WT)
GGAAG (VNV) ABD  17.86  1.167  0.03044  E16.5 embryonic cortex
GGGAG (VDV) ABED  0.4704  1.78  0.02194  E16.5 embryonic cortex
AGGAA (MDI) BE  0.03237  1.174  0.04797  E16.5 embryonic cortex
AAAAA (INI) nonedited 23.01  0.8434  0.02145  E16.5 embryonic cortex   
RNA isoforms     Editing sites      Abundance    Fold-change        p-value        Brain structures
 (amino acids)                                 (% in WT)         (KO/WT)
GAAAA (VNI) A  10.41  1.15  0.002292 Hypothalamus (mCPP-treated)
GGAGG (VSV) ABCD  9.987  0.8686  0.01938  Hypothalamus (mCPP-treated)
GGAAG (VNV) ABD  33.4  0.8878  0.0007347 Hypothalamus (mCPP-treated)
GGGAG (VDV) ABED  0.8969  0.8454  0.01213  Hypothalamus (mCPP-treated)
GAAGA (VSI) AC  1.158  1.226  0.01251  Hypothalamus (mCPP-treated)
AAAGA (ISI) C  0.8562  1.214  0.009849 Hypothalamus (mCPP-treated)
GAGGA (VGI) AEC  0.22581  0.7728  0.003318 Hypothalamus (mCPP-treated)
AGAGA (MSI) BC  0.02579  2.17  0.03513  Hypothalamus (NaCl-treated)
AGGAG (MDV) BED  0.01485  0.5301  0.02148  Hypothalamus (NaCl-treated)
AAAGA (ISI) C  0.7209  1.387  0.003732 Hypothalamus (NaCl-treated)        
RNA isoforms     Editing sites      Abundance    Fold-change        p-value        Brain structures
 (amino acids)                                 (% in WT)         (KO/WT)
GAAAA (VNI) A  9.523  1.218  0.0008377 Hypothalamus (KO116/115)
GGAAG (VNV) ABD  33.31  0.9414  0.02804  Hypothalamus (KO116/115)
GGGGG (VGV) ABECD  0.2064  0.8696  0.03686  Hypothalamus (KO116/115)
GAAAG (VNV) AD  3.15  1.081  0.02528  Hypothalamus (KO116/115)
GAGGA (VGI) AEC  0.2555  0.7705  0.04724  Hypothalamus (KO116/115)
GAGGG (VGV) AECD  0.08634  0.7894  0.03416  Hypothalamus (KO116/115)
AGAAA (MNI) B  0.6889  1.194  0.01163  Hypothalamus (KO116/115)
AAAGA (ISI) C  0.6924  1.36  0.01547  Hypothalamus (KO116/115)
GGGGG (VGV) ABECD  0.2646  1.494  0.03725  Hypothalamus P1 (KO116/115)
GAAAG (VNV) AD  1.486  0.7761  0.04812  Hypothalamus P1 (KO116/115)
GGAAA (VNI) AB  24.86  1.083  0.03069  Hypothalamus P1 (KO116/115)
Figure 3—figure supplement 1. Loss of Snord115 and/or Snord116 has a mild impact on Htr2c RNA editing during development or after chronic
mCPP treatment. (A-D) Loss of Snord115 has a weak impact on Htr2c RNA editing profiles in developing (E16.5 or P1) brain. (A) Histograms show the
Figure 3—figure supplement 1 continued on next page
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Figure 3—figure supplement 1 continued
percentage of RNA editing at each individual site in the developing brain (A), hypothalamus (B), hippocampus (C) and prefrontal cortex (D) of
Snord115-deficient embryos and their WT littermates. Histograms showing RNA editing in the adult (see also Figure 3) are also shown for comparison.
A four-way ANOVA shows that RNA editing rates increase during development (p<2  10 16), it depends on the brain area (p<2  10 16) and the
editing site being considered (p<2  10 16), but there is no significant effect of genotype (WT vs. KO; p=0.3671). (E) Loss of Snord115 has a weak
impact on Htr2c RNA editing in the adult hypothalamus after chronic mCPP treatment. Histograms show the percentage of RNA editing at each
individual site in the hypothalamus of adult Snord115-deficient mice and WT littermates treated with mCPP or saline (0.9% NaCl) solutions (twice a day
for 5 consecutive days; i.p. 5 mg/kg; n = 7–5 per genotype). Note that changes in RNA editing isoforms in control mice treated with saline solution
differs from those observed with home-cage mice (Figure 3). (F) The simultaneous loss of Snord115 and Snord116 has a weak impact on Htr2c RNA
editing in P1 and adult hypothalamus. Histograms show the percentage of RNA editing at each individual site in adult and P1
hypothalamus of Snord115-116-deficient mice and their WT littermates (n = 6–8 per genotype). D-F: The tables list significant changes in the proportion
of Htr2c edited isoforms. The relative abundance of these differentially expressed Htr2c spliced isoforms, as measured in WT, is indicated (%). A-F:
Statistically significant differences between WT and SNORD-KO mice are indicated as *p<0.05 and **p<0.01.
Hebras, Marty, et al. eLife 2020;9:e60862. DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.60862 9 of 13
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Figure 4. Snord115-deficient mice do not display abnormal anxio-depressive-like phenotypes and show normal response to sociability stimuli. Cohorts
of adult Snord115-deficient males (black bars) and their WT littermates (white bars) were subjected to Open field (A), Elevated plus maze (B), Novelty
supressed feeding (C), Tail suspension (D), Forced swimming (E) and Three chambers (F) tests. The number of individuals analyzed are indicated within
histograms. Note that due to tracking issues, one WT individual was omitted from analysis (4F-left-panel). None of these analyses showed a significant
effect of genotype (ANOVA p-values>0.05 for genotype in each panel).
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Figure 5. Snord115-deficient mice show regular homeotic feeding behavior and energy balance. Body weight (A) and body composition measured by
EchoMRI (B). Glucose tolerance test (GTT) of overnight (16 hr) fasted Snord115-deficient mice (n=14) and their WT littermates (n=9) (black and white
Figure 5 continued on next page
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Figure 5 continued
squares, respectively). The graph represents the fate of glucose versus time after i.p. glucose administration (C). Food intake (D), spontaneous
locomotion (E), energy expenditure (F), and respiratory exchange ratio (G) of Snord115-deficient mice and WT littermates were measured using the TSE
PhenoMaster System. (H-K): Snord115-deficient mice and WT littermates were overnight (18 hr) starved. Expression levels of Pomc, Agrp and Npy
mRNAs in hypothalamus were measured (RT-qPCR relative to Gapdh) (H). Weight loss after fasting (I), blood glucose (J) and ketone bodies (K) levels
were measured in the fed and starved states. (L) Heatmap of the normalized mRNA-seq read counts from a list of genes of interest, as indicated below
the panel. The normalized expression for each gene (column) and each genotype (row) is represented by colour code (yellow, lower value; red, higher
value). Note that Gm24966 and Gm26498 match the deleted region. (M) Snord115-deficient mice and WT littermates were overnight (16 hr) starved and
food intake of mCPP- and NaCl-treated mice was recorded using the TSE Phenomaster system during the first and second hour after treatment. mCPP
was i.p. administered (1 mg/kg, M-top) or (5 mg/kg, M-bottom). White and black bars represent WT and Snord115-deficient mice, respectively. The
number of individuals analysed are indicated within histograms. None of the analyses in panels A-K and M showed a significant effect of genotype
(ANOVA p-values>0.05 for genotype in each panel).
Hebras, Marty, et al. eLife 2020;9:e60862. DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.60862 12 of 13
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Figure 6. Snord115-deficient mice behave normally when fed a high-fat diet. (A) Weight of Snord115-deficient mice and WT littermates before (W0)
and after 6 (W6), 12 (W12) and 24 (W24) weeks of HFD. (B) Adiposity of Snord115-deficient mice and WT littermates after 24 weeks of HF diet as judged
by the weights of brown adipose tissue (BAT), perigonadal (PG) fat, subcutaneous (SC) fat and liver. (C) Glucose tolerance test of overnight (16 hr)
fasted Snord115-deficient (n=13) and WT littermates (n=8) after 12 weeks of HFD. The graph represents the fate of glucose versus time after oral
glucose administration (1.5 g/kg). Food intake (D), spontaneous locomotion (E), energy expenditure (F) and respiratory exchange ratio (G) of Snord115-
deficient mice and WT littermates were measured after 16 weeks of HFD (Phenomaster TSE System). White and black bars represent WT and Snord115-
deficient mice, respectively. The number of individuals analyzed are indicated within histograms. None of these analyses showed a significant effect of
genotype (ANOVA p-values>0.05 for genotype in each panel), except for panel B (p-value=0.04125 for genotype, with pairwise t-tests indicating a
significant difference between WT and KO brown adipose tissues).
Hebras, Marty, et al. eLife 2020;9:e60862. DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.60862 13 of 13
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II. ARTICLE 2 : LA DYNAMIQUE DE LA 
RIBOSE MÉTHYLATION DE L’ARNr CHEZ 
LA SOURIS 
 
Developmental changes of rRNA ribose methylations in the mouse 
Jade Hebras*, Nicolai Krogh*, Virginie Marty, Henrik Nielsen & Jérôme Cavaillé (2020) 
Developmental changes of rRNA ribose methylations in the mouse, RNA Biology, 17:1, 150-
16 
C’est lors de la caractérisation du KO-SNORD115 que la collaboration avec l’équipe de 
H.Nielsen a débuté. Ce SNORD étant fortement exprimé dans le cerveau, nous avons voulu 
tester une fonction potentielle de guide d’une ribose méthylation de l’ARNr spécifique du 
tissu cérébral. Etant donné que SNORD115 est fortement exprimé dans le cerveau, nous 
comptions aussi tester l’hypothèse selon laquelle SNORD115 séquestre les protéines cœurs de 
la RNP comme la fibrillarine et ainsi régule la disponibilité de ces protéines pour la formation 
des RNP des SNORD-guides de méthylation. La technique de RiboMeth-seq mise en place 
par l’équipe de H.Nielsen permettait d’accéder aux sites de méthylations et au niveau de 
méthylation de ces sites. Malheureusement, cette technique n’a pas permis de mettre en 
évidence un rôle du SNORD115 dans le guidage d’une méthylation de l’ARNr cerveau-
spécifique ou dans la régulation des méthylations de l’ARNr via la séquestration des protéines 
de la RNP (article 1, figure 1G). Mais, nous avons noté des différences sur le niveau de 
méthylation en fonction de l’âge des souris dont sont issus les échantillons. Nous nous 
sommes attardés à explorer les différences dans le niveau de méthylations de l’ARNr qui 
pourraient avoir lieu durant le développement des souris.  
La technique de RiboMeth-seq était essentiellement appliquée aux cellules cancéreuses 
humaines et avait pu mettre en évidence une certaine plasticité du niveau de méthylation de 
l’ARNr (Erales et al., 2017; Krogh et al., 2016; Marchand et al., 2016; S. Sharma et al., 
2017). Nous avons effectué la première carte des méthylations de l’ARNr dans des tissus 
adultes murins et au cours de développement. En appliquant, pour cela, le protocole de 
RiboMeth-seq dans cinq tissus (cerveau, foie, rein, poumon, cœur) issus de souris adultes et 
stade embryonnaire E16.5 (16.5 jours après la fécondation). 
Résultats 
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Dans cette étude nous avons montré que :  
-les ribosomes des tissus adultes de souris sont méthylés aux mêmes sites et il n’y a pas de 
nouvelle méthylation de l’ARNr qui serait spécifique d’un tissu.  
- la méthylation Am1310 du 28S est tissu-spécifique chez le rat (thymus, rate), et n’est pas 
présente chez la souris. 
-les méthylations de l’ARNr des tissus adultes sont globalement plus modifiées que dans les 
cellules cancéreuses humaines en culture. 
-les ribosomes des tissus développementaux présentent plus de sites partiellement méthylés 
notamment sur l’ARNr 18S. 
-le profil de méthylation est dynamique durant le développement cellulaire et il y a des 
variations drastiques pour certaines positions, notamment Gm4593 du 28S (28S-Gm4593) qui 
diminue au cours du développement et n’est pas détectée dans les tissus adultes.  
-le niveau de méthylation de la position 28S-Gm4593 est contrôlé par le niveau de son 
SNORD-guide qui est issu du gène hôte GAS5, SNORD78. L’expression du SNORD78 est 
spécifiquement régulée en cours du développement, vraisemblablement via un mécanisme de 
régulation post-transcriptionnelle de l’intron 6 de GAS5, alors que le niveau des huit autres 
SNORD issus de GAS5 et les méthylations associées restent globalement inchangées.  
-l’absence du SNORD78 et de la méthylation 28S-Gm4593 dans une lignée cellulaire 
HEK293T KO-SNORD78 (CRISPR/Cas9) n’altère pas la croissance, le cycle cellulaire ou la 
biogenèse des ribosomes (comptage, cytométrie en flux FACS, northern blot) et n’entraîne 
pas de défaut majeur de traduction du ribosome (gènes rapporteurs).  
Ce travail montre le tableau des méthylations ribose de l’ARNr chez les mammifères. Il 
pointe aussi une dynamique dans l’établissement des méthylations durant le développement 
murin. Les variations observées suggèrent que les méthylations riboses contribuent à la 
diversité du ribosome. Ces changements pourraient affecter les propriétés du ribosome ou 
favoriser la traduction de certains ARNm au cours du développement mais ici l’implication 
fonctionnelle de ces variations reste en suspens.  
Full Terms & Conditions of access and use can be found at
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Developmental changes of rRNA ribose methylations in the mouse
Jade Hebrasa#, Nicolai Krogh b#, Virginie Martya, Henrik Nielsen b, and Jérôme Cavailléa
aLaboratoire de Biologie Moléculaire Eucaryote, Centre de Biologie Intégrative, Université de Toulouse, CNRS, UPS, Toulouse, France; bDepartment
of Cellular and Molecular Medicine, University of Copenhagen, Copenhagen, Denmark
ABSTRACT
A sequencing-based profiling method (RiboMeth-seq) for ribose methylations was used to study methyla-
tion patterns in mouse adult tissues and during development. In contrast to previous reports based on
studies of human cancer cell lines, almost all methylation sites were close to fully methylated in adult tissues.
A subset of sites was differentially modified in developing tissues compared to their adult counterparts and
showed clear developmental dynamics. This provides the first evidence for ribosome heterogeneity at the
level of rRNA modifications during mouse development. In a prominent example, the expression levels of
SNORD78 during development appeared to be regulated by alternative splicing of the Gas5 host-gene and
to correlate with themethylation level of its target site at LSU-G4593. The results are discussed in the context
of the specialized ribosome hypothesis.
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Eukaryotic ribosomes are composed of a small (SSU) and a large
(LSU) ribosomal subunit that are formed by assembly of four
ribosomal RNA (rRNA) species (18S, 5.8S, 28S, and 5S) and ~80
ribosomal proteins (RPs). For decades, ribosomes were per-
ceived as interchangeable and invariant ribonucleoprotein par-
ticles (RNPs) that convey, in the cytoplasm, the genetic
information embedded within mRNAs into proteins. However,
a bulk of recent findings suggests that ribosomes can be hetero-
geneous both in terms of their protein and RNA components. It
is argued that changes in the composition of ribosomes may
influence their structure and activity and confer an additional
regulatory layer in the control of gene expression either by
modulating translation speed and fidelity, or by influencing
mRNA selectivity. This appealing hypothesis of ‘specialized ribo-
somes’ has the potential to considerably change our view of the
regulation of the flow of genetic information [1–5].
An enormous source of ribosome heterogeneity can theo-
retically originate from changes in the rRNA content of post-
transcriptionally modified nucleotides. A recent inventory
based on quantitative mass spectrometry of a human cell
line listed 14 types at 228 sites [6]. Among these were 112
ribose methylations (2´-O-Me) that constitute one of the most
studied rRNA modifications. Almost all of these are intro-
duced co-transcriptionally in the nucleolus, concomitantly
with pre-rRNA processing and pre-ribosomal subunit assem-
bly [7]. Their synthesis involves a specific family of antisense
box C/D small nucleolar RNAs: the so-called SNORDs that
form RNPs composed of four stably-bound proteins: Nhpx/
Snu13, Nop56, Nop58, and Fibrillarin/Nop1 [8,9]. Indeed, the
vast majority of SNORDs form transient, perfect ~9–20 bp-
long double-stranded RNA structures with pre-rRNA in
which the nucleotide substrate for 2´-O-methylation occupies
a fixed position: it always faces the fifth nucleotide upstream
of the D (or D´) box, a conserved sequence motif found in all
SNORDs [10,11]. Thus, most, if not all, human sites of rRNA
ribose methylation are guided by a tailored SNORD bearing
an appropriated antisense element [12]. Finally, there are also
numerous SNORDs lacking obvious base-pairing potential
with other RNAs [13]. Among these so-called orphan
SNORDs, many display preferential or even exclusive expres-
sion in brain. Whether these highly-expressed, still enigmatic
SNORDs impact – directly or indirectly – rRNA modification
profiles in brain remains an open issue [14].
An essential role of rRNA ribose methylations is evidenced
by loss of function studies of the rRNAmethyltransferase gene.
In mice, genetic ablation of the Fibrillarin gene results in 100%
lethality occurring very early in development [15] while in
S. cerevisiae, the thermosensitive nop1.3 mutant, which is
unable to 2´-O-methylate pre-rRNAs, does not grow at the non-
permissive temperature [16]. More recently, it was also shown
that Fibrillarin depletion in the zebrafish impacts early devel-
opment, particularly neuronal differentiation [17]. At themole-
cular level, the prevailing view is that ribose methylations fine-
tune the fidelity and/or efficiency of translation [18–21]. This is
very likely achieved by altering chemical and structural proper-
ties of the modified nucleotides which, in turn, optimize rRNA
folding, conformational flexibility and/or reactivity with pro-
tein factors. Of relevance, many of these chemical modifications
are clustered in conserved and functional rRNA segments, i.e.
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the decoding centre region (DCR), the peptidyl transferase
centre (PTC), the peptide tunnel and the inter-subunit domain
[22,23]. However, the precise regulatory functions of the vast
majority of rRNA methylation remain to be fully appreciated.
Indeed, the lack of most individual rRNA 2´-O-methylations in
genetically-tractable model, such as yeast, is often dispensable
for survival, yet high-resolution phenotyping unveil subtle
defects under challenging growth conditions [24]. In this situa-
tion, an alternative approach would be to study patterns of
modification changes in biological settings, e.g. during devel-
opment. Indeed, altered methylation levels at some rRNA sites
have been associated with impaired development in the zebra-
fish [25].
The study of ribose methylations in rRNA has recently been
boosted by developments in RP-HPLC [26], quantitative mass
spectrometry (qMS) [6] and sequencing-based methods [12,27]
(reviewed in [28]). Although most rRNA 2´-O-methylated sites
were found to be close to fully modified (90–100%), an impor-
tant finding from human cancer cell lines was that one-third of
rRNA methylation sites were found to be fractionally modified
ranging from ~56–90% [6,12]. The implication of this is ribo-
some heterogeneity at the level of nucleotide modifications.
Interestingly, these so-called fractional rRNA modifications
are more sensitive to the dosage of the Fibrillarin and they are
preferentially found externally relative to the 3D structure of
the ribosome [29,30]. In contrast, methylation levels at fully
modified sites, particularly those located at the DCR and PTC,
remain unchanged in Fibrillarin-depleted cells. Altogether, it
has been surmised that fractionally methylated positions are
bona fide candidates to physiological regulations, possibly in
a cell-type and/or developmental-specific manner [12,29,30].
Here, we apply a sequencing-based method (RiboMeth-seq;
Fig. 1(A)) for profiling of 2´-O-Me sites in rRNA to adult tissues
from the mouse and their developing (E16.5) counterparts. In
contrast to previous studies of human cancer cell lines, we find
by far the majority of sites to be fully methylated in adult tissues.
Strikingly, RNA from developing tissues is considerably less
methylated at a discrete set of sites, suggesting a ‘ribosomal
code’ to development. Furthermore, we provide a detailed ana-
lysis of a subset of 2´-O-methylations guided by SNORDs
encoded within the growth arrest-specific 5 (Gas5) host gene.
Of particular relevance, our study points to a developmentally
regulated post-transcriptional mechanism that specifically pre-
vents the release of SNORD78 in adult tissues and leaves the
expression of other Gas5-encoded SNORDs mostly unchanged.
Together our study provides a framework for the study of ribose
methylations in rRNA during development and draws a more
realistic picture of these modifications than that derived from
studies of cultured cells.
Results
rRNA in adult tissues is highly methylated
We first examined rRNA profiles by RiboMeth-seq analysis in
whole-cell RNA from adult mouse tissues, including brain,
liver, heart, lung, and kidney. 104/106 of the sites previously
reported from human cancer cell lines [12] were detected (Fig.
1(B) and Table S3). SSU-U1668 is generally found to be
methylated at very low levels (0.08 in TK6 cells [6]) that
escape detection by RiboMeth-seq. Thus, the notable excep-
tion was LSU-G4593 that is fully methylated in human cancer
cell lines, but scored at background levels in the present
analysis. In addition, we detected methylations at SSU-U354
and LSU-G3606 that both were added to the list of human
methylation sites subsequent to the original profiling [12]. In
contrast, we did not find evidence for methylation at LSU-
A1310 that is well documented in human cell lines or at SSU-
C621 and LSU-U1760 that were suggested as new sites in the
qMS study of TK6 cells [6], but currently have not been
ascribed plausible SNORD guide RNAs. Thus, RiboMeth-seq
analyses did not reveal any novel mouse- or tissue-specific
rRNA 2´-O-Me sites. There are two reservations to this claim.
First, by analysing tissues, the score reflects an average of all
cell types. Since most sites are close to fully methylated, this
applies to all major cell types within the tissue, but does not
exclude a different methylation pattern in a minor cell type
within the tissue. Second, due to the relatively high back-
ground of the method, sites with low modification stoichio-
metry might have escaped detection. However, due to the
limited number of SNORDs that potentially target rRNA, we
nevertheless conclude that the methylation sites found in
adult mouse tissues is very similar to those described for
human cell lines. Obviously, this claim does not exclude that
a few rRNA methylation sites may be discovered as more cell
types or experimental conditions are examined.
The methylation scores varied little between the tissues
analysed (Fig. 1(B)). Almost all sites scored above 0.9 in all
tissues with only 31 sites scoring below this value in all tissues
combined and only 11 of these consistently scoring below 0.9.
Thus, the score distribution was distinctly different from pre-
vious analyses of human cancer cell lines, e.g. HeLa cells [12],
with a larger fraction of sites that were fully or close to fully
methylated clearly separated from a subset of fractional sites
(Fig. 1(C)). Among the fractional sites, less than 10 sites were
single outliers (Fig. 1(D)), but no trend in relation to tissues
or ribosomal location was observed. Thus, we did not find
evidence for substantial tissue-specific variation in methyla-
tion patterns in adult tissues. We conclude that adult tissues
are fully or close to fully methylated at almost all sites with
a distinct subset of sites showing fractional methylation in
different tissues.
Loss of SNORD126 and the corresponding LSU-Am1310 in
the mouse
To understand the absence of a RiboMeth-seq signal at LSU-
A1310 in the mouse, we conducted a focused study of this site.
In parallel, we studied the expression of SNORD126 that has the
potential to target LSU-A1310 for 2´-O-methylation via
a conserved, 12 nt-long antisense element (http://snoatlas.bioinf.
uni-leipzig.de/index.php; see also Fig. 2(A)). SNORD126 was
previously listed as an orphan SNORDwith significant expression
in rat spleen and thymus [31]. Furthermore, LSU-A1310 ismethy-
lated in human cell lines; albeit at low levels (e.g. 0.44 in TK6 cells
[6]) and, accordingly, SNORD126 is expressed, e.g. in HeLa and
Jurkat cells (Fig. 2(B); top panel). Remarkably, the SNORD126
gene is not present in the mouse genome and, accordingly,
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northern blotting analysis failed to detect SNORD126 in several
mouse tissues (Fig. 2(B); top panel). As expected from previous
studies [31], SNORD126 was readily detected in rat spleen or
thymus (Fig. 2(B); bottom panel). To obtain evidence
independent of RiboMeth-seq profiling that have problems
detecting low stoichiometry sites, we then tested whether LSU-
A1310 is methylated as predicted by the SNORD126:rRNA
duplex. This was achieved through the use of primer extension
Figure 1. (A) The principle of RiboMeth-seq analysis and calculation of RiboMeth-seq score (RMS) illustrated by analysis of SSU-Am166 (labelled in red). The
modification is guided by SNORD44. The RNA is partially fragmented by alkaline that results in cleavage at all positions except those that are resistant to activation of
the 2ʹOH due to methylation. RNA fragments are cloned and sequenced and the number of read-ends recorded. Based on this, a score is calculated by comparison of
the read-ends at the queried position and that of a weighted average of six flanking positions at either side. The score describes the fraction of molecules methylated
at the queried position. Note that the flanking sequence includes SSU-U172 that is also methylated. (B) Graph showing methylation scores at all methylated positions
in mouse rRNA in five adult tissues. Sites are numbered according to human rRNA to allow comparisons. The mouse positions can be found in Table S3. (C)
Comparison of the distributions of methylation scores in HeLa cells and mouse adult brain. (D) Examples of differentially methylated sites between adult tissues.
Asterisks indicate levels of statistical significance when comparing the tissue in question to all other tissues.
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assay that relies on the fact that most 2´-O-Me cause pausing of
reverse transcriptase (RT) at low, but not high, dNTP concentra-
tions [32]. As shown in Fig. 2(C), we detected a dNTP-dependent
pause positioned one nucleotide upstream of LSU-A1310 in rat
spleen and thymus, but not in liver. In contrast, no dNTP-
dependent pause was observed when the same mouse tissues
were examined. Altogether, this provides strong support for the
involvement of SNORD126 in guiding a rat, tissue-specific 2
´-O-methylation at LSU-A1310. Note that the stoichiometry of
modification could not be inferred because the primer extension
assay is not quantitative. This is a rare example of tissue-specificity
of rRNA ribose methylation.
Developing tissues show distinct patterns of
hypomethylated 2´-O-Me sites
We next assayed rRNAmethylation profiles in developing (E16.5)
tissues, including whole (E9.5) head (Data S1-2). No additional
2´-O-Me sites compared to adult tissues were revealed.
Unsupervised clustering analysis showed that developing and
adult tissues clustered separately (with the exception of the brain
E16.5 SSU sample) (Fig. 3(A)), with rRNA in developing tissues
being less methylated than their adults counterparts (Fig. 3(B)).
Indeed, we detected 59 sites below a score of 0.9 in at least one
tissue and with a subset of these being consistently lower in E16.5
tissues (Fig. S1-S3). Interestingly, two rRNA sites (SSU-A576 and
LSU-G4593, Fig. 3(B)) showed higher degrees of methylation in
developing tissues. In fact, methylation at LSU-G4593 was not
detected above background by RiboMeth-seq analyses in any
adult tissue but was clearly methylated at E16.5. A closer exam-
ination revealed that, upon brain development, the most variable
rRNA sites showed distinct trajectories in terms of methylation
dynamics. As illustrated in Fig. 3(C–E), they could be roughly
ranked into threemain classes: (i) rRNA sites with sharp increased
methylation (SSU-U354, SSU-G436, SSU-G867); (ii) rRNA sites
with decreased methylation (SSU-A576, LSU-G4593) and (iii)
rRNA sites for which methylation levels slightly increased (SSU-
G509, SSU-A590, SSU-U1442, SSU-G1447, LSU-C1868, LSU-
G2411, LSU-G3923, LSU-C4032). Surprisingly, manymore devel-
opmentally-regulated rRNA sites were found in SSU than LSU
rRNA (Fig. 3(B), Figure S1 and S2). In conclusion, we have
uncovered a developmental change in ribosome methylation pat-
terns that affects a subset of sites only and by definition contri-
butes to ribosome heterogeneity.
Differential expression of SNORDs from within the same
host-gene during development
In a first attempt to address the potential significance of modulat-
ing 2´-O-methylations at selective rRNA sites duringmouse devel-
opment, we decided to concentrate on LSU-Gm4593. This site
stands out for several reasons. First, it was the only site that was
barely detected in adult mouse tissues. Second, it decreases dra-
matically during development. Third, methylation at LSU-G4593
is predicted to be guided by the evolutionarily conserved
SNORD78 which is processed from intron 6 of the Gas5 non-
coding RNA gene (Fig. 4(A)). Remarkably, eight additional
SNORDs are also generated from the same Gas5 transcript and
levels of their associated 2´-O-methylation sites do not change
substantially during development and in adult tissues
(Fig. 4(A)). It, therefore, suggests that a developmentally-
regulated mechanism specifically influence the methylation guid-
ing activity of SNORD78. Fourth, an important biological role for
SNORD78, particularly in brain development, was inferred from
its knock-down in zebrafish one-cell stage embryos [25]. Finally,
several studies have implicated SNORD78 and/or Gas5 in cancer
[33–36].
By using a method independent of RiboMeth-seq, namely
primer extension assay, we first confirmed differential methyla-






























































































Figure 2. (A) Base pairing between the antisense element associated with box D´ in SNORD126 and the target sequence in rat LSU rRNA that result in methylation of
Am1310 (labelled in red). (B) Northern blotting analysis of SNORD126 expression in mouse (upper panel) and rat (lower panel) tissues. SNORD22 and 7SK RNA were
hybridized in parallel to serve as loading controls. (C) Primer extension analysis of ribose methylation at LSU-Am1310 and flanking modification sites in mouse and rat
tissues. For each sample, primer extension was carried out at high and low dNTP concentration and run in parallel to reveal dNTP-dependent RT-pausing signals. A dideoxy-
sequencing ladder was generated using the same primer and run in parallel to achieve mapping at sequencing resolution. Note that the sequencing lanes are labelled
according to the RNA-like sequence. The pause signal labelled ‘Um1328?’ could represent a novel 2´-O-Me site with a RiboMeth-seq score below the threshold.
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reported in Fig. 4(B) (left panel), we readily detected dNTP-
dependent reverse transcription pauses positioned one nucleo-
tide upstream of LSU-G4593 and, consistent with RiboMeth-seq
data, their signal intensities decreased in adult brain as compared
to developing E16.5 brain or E9.5 head (Fig. 4(B); left panel). The
same trend holds true for the other tissues we examined (Fig. 4
(B); right panel). Remarkably, reduced methylation levels at
LSU-G4593 were accompanied by a decreased expression of
SNORD78 in the adulthood, ranging from 60% to 90% depend-
ing on the tissues (Fig. 4(C)). This rather unexpected observation
prompted us to systematically monitor the expression of all
Gas5-encoded SNORDs. Using developing brain tissues as
Figure 3. (A) Heat-map and cluster analysis of RiboMeth-seq scores of rRNA from adult and developing tissues. (B) Graph showing the differences in RiboMeth-seq
scores between the average score for all adult tissues and average scores from each developmental tissues (n = 3). Positions showing statistically significant higher or
lower scores are labelled in red and blue, respectively. Position LSU-Gm4593 is discussed extensively in the text and is labelled in green. (C–E) Graphs showing
changes in RiboMeth-seq score for those positions that show variation during brain development sorted into three main types; sites that are significantly up-
regulated >0.25 (C), down-regulated >0.10 (D), and up-regulated between 0.15 and 0.25 (E).
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a model, we found that only SNORD78 expression levels dis-
played a dramatic decrease during brain development from E9.5
to adult (Fig. 4(D–E)), yet a slight decrease was also apparent for
SNORD74, SNORD76, and SNORD44. During the same time
course, expression level of the spliced Gas5 transcript, as judged
by RT-qPCR with two different pairs of primers, remained
mostly unchanged (Fig. 4(F)). Hence, developmentally-
regulated post-transcriptional regulations preferentially dampen
SNORD78 production. This represents one of the first, if not the
only, example demonstrating that the release of distinct
SNORDs from the same host-gene transcript can be differen-
tially regulated.
Splicing of the SNORD78-coding intron 6 changes during
development
In mammals, intron-encoded SNORDs are preferentially posi-
tioned 70–80 nt upstream of the 3´ splice site, thus pointing to
a critical distance between SNORD sequences and branch point as
experimentally documented for the twoGas5-encoded SNORD75
and SNORD76 [37]. The SNORD78-coding intron 6 of the Gas5
transcript is known to be alternatively spliced (Fig. 4(A)) through
skipping of exon 7 [38]. This results in an excised intron in which
SNORD78 is placed further upstream in relation to the branch site
which may impede SNORD78 processing. The specific details of
the mechanism behind alternative splicing of the Gas5 transcript
have not been worked out. The splice sites of all introns comply
with the consensus rules in particular at the intron side of the
splice sites (Fig. 5(A)). This is particularly clear from comparative
analysis of Gas5 genes from different rodents as exemplified by
introns 6 and 7 (Fig. 5(B)). These two introns differ additionally
from the other introns in the Gas5 transcript by having
a conserved sequence element in the branch site region. The
element in intron 7 is not found in human Gas5 which may be
related to a different type of alternative splicing based on alter-
native 5´ splice sites in exon 7 compared to rodents rather than
skipping of exon 7 (Figure 5(A)).
To address a possible role of alternative splicing in SNORD78
expression, we conducted two RT-PCR experiments. First, we
measured the ratio of unspliced and regularly spliced intron 6
during brain development using primers placed in the flanking
exons 6 and 7, respectively (Fig. 5(C–D)). Here, we observed
a decrease in splicing of intron 6 correlating with a decrease in
SNORD78 levels. Note that this experiment does not detect alter-
natively spliced transcripts that skip exon 7. Then, we compared
regular splicing and alternative splicing by using primers in exons
6 and 8, respectively. We observed a sharp decline in regular
splicing after E9.5 (Fig. 5(C–E)). Both of these observations sup-
port our idea of specific regulation of SNORD78 expression
through splicing of the Gas5 transcript during development. At
E9.5, transcripts are spliced relatively efficiently and splicing effi-
ciency then decreases during development (Fig. 5(D)). The spliced
transcripts are predominantly spliced by regular splicing but this
is shifted during development towards skipping of exon 7 (Fig. 5
(E)). In the adult, splicing is efficient (Fig. 5(D)) and splicing
predominantly involves skipping of exon 7 (Fig. 5(E)). Our ana-
lysis does not rule out other contributing factors, e.g. relating to
the stability of SNORD78. It should also be kept in mind that
regulation of Gas5 expression in developing tissue is markedly
different from adult tissues (transcriptional compared to post-
transcriptional regulation [39]) suggesting that the two may be
difficult to compare. Based on the sequence structure and the
splicing analysis, we propose that SNORD78 expression is regu-
lated during development, mostly through regulation of splicing
of intron 6 in the Gas5 transcript. This results in low methylation
level at LSU-G4593 in adult mouse tissues (Fig. 5(F)).
CRISPR-Cas9 mediated knock-out of SNORD78
In order to unveil potential regulatory roles of SNORD78 and/or
LSU-Gm4593, we constitutively inactivated the SNORD78 gene.
For these experiments, we switched to the human embryonic
kidney 293T (HEK293T) cell line that provided a more clear
experimental situation by having close to full methylation of the
site (RMS = 0.93 [40]). Inactivation was achieved through the
use of the CRISPR-Cas9 system via two sgRNAs designed to
tether Cas9 endonuclease within and upstream of the SNORD78
sequence (Fig. 6(A)). Two independent SNORD78-deficient
clones (KO1 and KO2) were then selected for further analyses
and two wild-type clones (WT1 and WT2) that followed the
same transfection and cloning selection procedures but without
any genomic alteration at the SNORD78 gene were selected as
controls (Fig. 6(B)). Note that the two sets of KO and WT cell
lines were generated using two different approaches. KO1 and
WT1 were selected based on puromycin resistance and limited
dilution, whereas KO2 and WT2 were selected by single-cell
sorting based on GFP expression. As expected, SNORD78 was
detected inWT1 andWT2, but not in KO1 and KO2 cells (Fig. 6
(C)). KO1 has a large insertion in the SNORD78 sequence and
thus generates longer and aberrant SNORD78 transcripts
denoted as SNORD78* (Fig. 6(C), upper panel, Figure S5 for
sequences of the clones). Constitutive deletion of the SNORD78
gene did not impact strongly on the expression of the two
neighbouring SNORDs, even though expression levels of spliced
Gas5 transcripts appeared slightly increased in SNORD78-
deficient cells (Fig. 6(D)). More importantly, LSU-G4593 was
not methylated in KO1 and KO2 cells (Fig. 6(E)). Finally, cell
counting (Fig. 6(F)), flow cytometry analysis using propidium
iodide DNA staining (Fig. 6(G)) and flow cytometry analysis
using propidium iodide and Annexin V staining (Fig. 6(H)), did
not reveal any impairments in cell growth, cell cycle profiles and
apoptotic pathways, respectively. Hence, the lack of SNORD78
and/or the disappearance of LSU-Gm4593 are unlikely to elicit
any strong nucleolar stress response. Consistent with this
assumption, pre-rRNA processing pathways remained unaltered
in SNORD78-KO cells (Figure S4).
To demonstrate a potential regulatory role of LSU-Gm4593
in modulating translation, WT and SNORD78-KO cells were
transiently transfected by sensitive luciferase reporter genes,
classically used to monitor translation fidelity. These reporters
contain in-frame stop codons or mutations so that firefly luci-
ferase activities can be measured as a read-out of codon stop
read-through or amino acid mis-incorporation. As shown in
(Fig. 6(I)), we found that the SNORD78-KO2 clone exhibited
a slight increase in recoding at UAG stop-codon and also to
some extent at UGA while accuracy of translation at the other
stop-codons was normal. These defects in translation fidelity
were less apparent with the other SNORD78-KO1 clone, which
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Figure 4. (A) Map of the mouse Gas5 pre-RNA (Mouse mm10 assembly) showing exons (light grey boxes) and introns and the locations of intron-encoded SNORDs (dark grey
boxes). Red lines indicate alternative splicing events. The numbering of exons deviates from standard to emphasize similarities with human Gas5. Below the map, the 2´-O-Me
sites guided by the SNORDs are indicated together with RiboMeth-seq scores for brain E9.5 (whole head) and adult, respectively. (B) Primer extension analysis of LSU-Gm4593
and flanking positions conducted as described in the legend to Fig. 2(C). (C) Northern blotting analysis of SNORD78 expression in adult and E16.5 tissues. SNORD22 was
hybridized in parallel to serve as a loading control. (D) Northern blotting analysis of all Gas5 encoded SNORDs during brain development. Note that whole head was used to
represent brain samples in E9.5 and E12.5 embryos. M: Molecular weight marker. (E) Quantitation of signals from biological replicates of northern blots comprising RNA from
E9.5, E16.5, and adult. Signals were normalized against SNORD22 and E9.5 was set to 1. Statistical significance was calculated by comparing E16.5 and adult to E9.5 (n = 3). (F) RT-
qPCR analysis of Gas5 expression during brain development using two different primer sets (n = 4–5).
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Figure 5. (A) Splice-site sequences in the mouse Gas5 transcript. For exon numbering, refer to Fig. 4(A). (B) Alignment of splice-site sequences and conserved intronic
sequence elements in exons 6 and 7 of rodents and human Gas5. (C) Diagram showing placement of primers for RT-PCR experiments. Primers coloured in blue and
green were used as the downstream primers in (D) and (E), respectively. (D) Gel picture (left) and quantitation of gels (right) of an RT-PCR analysis of spliced and
unspliced transcripts containing exons 6 and 7 during brain development (n = 4–5). (E) Similar analysis as in (C) using primers located in exons 6 and 9 to
discriminate between two main types of splicing to reveal exon 7 skipping (n = 4–5). (F) Model describing that alternative splicing of intron 6 in the Gas5 transcript,
results in high SNORD78 levels and many ribosomes methylated at LSU-G4593 in the early embryo, and, conversely, in low SNORD78 levels and few ribosomes
methylated at LSU-G4593 in the adult mouse.
8 J. HEBRAS ET AL.
only showed a tendency of increased read-through UAG stop
codons (P = 0.0636). In any event, amino acid mis-incorporation
was also unaffected for the two SNORD78-KO clones when
a luciferase reporter gene with mutations in amino acid residues
(R to S) involved in enzymatic activities was tested. Abrogation
of Fibrillarin or inhibition of rRNAmethylation can impact cap-
independent translation [29,35,41,42]. This prompted us to
interrogate the efficiency of internal ribosome entry site (IRES)-
mediated translation in SNORD78-KO cells. As indicated in
(Fig. 6(J)), we did not uncover any deficiencies in cap-
independent translation when IRESs from FGF2 and FGF1A
transcripts were tested in the Renilla-IRES-Firefly di-cistronic
constructs. Finally, we measured the protein synthesis rates by
incorporation of puromycin and detection using an anti-
puromycin antibody (SUnSET assay [43]) without finding sig-
nificant changes in SNORD78-KO clones compared to WT
(data not shown). Overall, SNORD78 and the highly variable
LSU-Gm4593 appear not to be essential and have little impact, if
Figure 6. (A) Map of the human Gas5 pre-RNA (human hg38 assembly) showing exons (light grey boxes) and introns and the locations of intron-encoded SNORDs (dark grey
boxes). Red lines indicate alternative splicing events. The numbering of exons deviates from standard to emphasize similarities with mouse Gas5 in Fig. 4(A). The lower part of
the figure shows an enlargement of the intron 6 region with detailed annotation of SNORD78 and the relative location of the two DNA sequences targeted by sgRNAs for
CRISPR-Cas9 knock-out. (B) Agarose gel of PCR analysis confirming changes at the SNORD78 locus in CRISPR-Cas9 KO clones. (C) Northern blotting analyses of a subset of
SNORDs showing specific changes (aberrant migration in KO1 (SNORD78*) and absence in KO2) relating to SNORD78 compared to several other SNORDs encoded by the Gas5
transcript. (D) Gas5 expression in SNORD78-KO cell lines compared to WT as revealed by RT-qPCR (n = 7). (E) Primer extension analyses of SNORD78-KO cell lines showing
absence of the SNORD78-guided Gm4593 compared to flanking 2´-O-Me sites. (F) Growth curves (n = 4), (G) flow cytometry using propidium iodide DNA staining (n = 2), (H) and
flow cytometry using propidium and Annexin V staining of SNORD78-KO cell lines compared to WT (n = 2). (I) Luciferase reporter assays of stop-codon read-through and
arginine to serine misincorporation (n = 5) as well as (J) IRES-elements in SNORD78-KO cell lines compared to WT (n = 12).
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any, on translation in the unperturbed cell model system used in
the present study.
Discussion
We have used a sequencing-based profiling method
(RiboMeth-seq) to study ribose methylation sites in mouse
rRNA from adult and developing tissues. Several general obser-
vations were made. The repertoire of 2´-O-Me sites in mouse
was very similar to human and we found no evidence for
substantial variation in the methylation patterns in five adult
tissues. This further implies that no tissue-specific methyla-
tions were found in the mouse. Strikingly, we found 2´-O-Me
sites to be highly methylated in adult tissues compared to what
was previously described for rRNA in human-cultured cancer
cells. Together, these observations paint a conservative picture
of ribose methylation in rRNA and serves as a corrective to
publications based on cultured cells, some of which claim
considerable variation in methylation patterns. Of significance,
we found developing tissues to show hypomethylation at
a discrete subset of sites that showed developmental dynamics.
The variable sites were not linked in a trivial manner, e.g. by
shared host-genes of the guide RNAs. By focusing on the
lncRNA host-gene Gas5 that harbours nine methylation guid-
ing SNORDs, we found support for a model where alternative
splicing specifically regulates the expression of SNORD78 and
thereby its cognate modification at LSU-G4593 during mouse
development without significantly affecting methylations
guided by other Gas5 SNORDs.
Adult tissues show close to full methylation at the
majority of 2´-O-Me sites
RiboMeth-seq analyses revealed that all samples of adult mouse
tissues showed the same repertoire of rRNA ribose methylations.
Although it is impossible to claim that the analyses were com-
prehensive, a comparison between previous RiboMeth-seq ana-
lyses and other methods suggest that only few additional sites
will be found [28]. Specifically, a quantitative mass spectrometry
of a human lymphoblast cell line uncovered only two additional
sites (SSU-C621 and LSU-U1760), both methylated at relatively
low stoichiometry [6]. The proposed guide RNAs for these sites
does not comply with the consensus of interaction with their
targets and no other supporting evidence for these sites was
provided. Furthermore, we found no evidence for these sites in
the mouse in the present study. On the other hand, a limitation
of the RiboMeth-seq is in detection of sites with low stoichio-
metry. As an example, LSU-Gm4593 was not detectable in
several adult tissues by RiboMeth-seq, but a signal was observed
by primer extension of the same samples (Fig. 4(A)). Thus, it is
not possible to exclude the existence of additional sites with low
stoichiometry or with high stoichiometry restricted to less abun-
dant cell types in the sample. One example of an unexpected
difference in methylation patterns was the absence of LSU-
Am1310 in the mouse. This site is found as one of few tissue-
specific methylations in the rat guided by SNORD126 and is
located as a neighbour to LSU-m1A1309 in H26 in LSU Domain
II. The loss of the SNORD126 gene appears to have taken place
more than once during evolution of the vertebrates and may be
related to changes in transcription start sites of the host gene
encoding Cyclin B1 Interacting Protein 1.
A key observation was the much higher methylation stoi-
chiometry in adult tissues compared to the previously reported
cancer cell lines [12]. This conclusion must apply to all abun-
dant cell types in the tissue sample and is supported by similar
analyses of four human tissues (brain, skin, liver, and skeletal
muscle) each pooled from five donors (Krogh et al., unpub-
lished). Consistent with this notion, U14 of 5.8S rRNA in HeLa
or Novikoff hepatoma cells was already reported to be less
methylated as compared to normal tissues [44]. Furthermore,
some 2´-O-methylation sites in spliceosomal small RNAs in
human tissues were also recently found to display higher
methylation levels as compared to immortalized line of
human T lymphocyte (Jurkat) cells [45]. Cancer cell lines are
characterized by considerably more fractional sites and a much
wider distribution of scores as shown in a comparison of the
scores distribution of tissue (exemplified by brain) and cell
lines (exemplified by HeLa) in (Fig. 1(C)). Furthermore, cancer
cell lines showmore variation in methylation pattern ([12], and
unpublished) than tissues. In light of this, we speculate that the
methylation pattern in cancer cell lines is due to large-scale
changes in gene expression, including SNORD host-genes, and
rapid growth rates. Ribosome production may be limiting the
growth rate in cancer cells [46,47] and the RNA-guided rRNA
modification systems may be unable to keep up with the
increased rates of RNA polymerase I transcription and pre-
ribosome assembly. Thus, we propose that the present descrip-
tion of the ribose methylation pattern based on analyses of
adult tissues provides a better baseline than our previous ana-
lyses of cultured cancer cell lines.
Developmental tissues
Another key observation in our study was the identification of
several rRNA sites whose stoichiometry of methylation appears
developmentally-regulated (Fig. 3). Although some of these
overlap with sites that were described as substoichiometric in
cultured cells, some sites were not observed as such previously.
Thus, our study emphasizes a subset of sites showing specific
changes in a biological setting, namely during development.
Interestingly, most fractional sites at E16.5 are preferentially
located on SSU rRNA (Fig. 3(B)) and the changes that occur in
SSU rRNA appear to occur earlier than the changes in LSU
rRNA (Fig. 3(C–E)). This may, in fact, drive the unexpected
clustering of the brain E16.5 SSU rRNA sample in (Fig. 3(A))
with adult tissues. The reason for the observed subunit bias is
not known. In principle, it could be related to changes in
transcription rate and/or ribosome biogenesis. SSU rRNA is
transcribed first and it is known from studies in yeast, that
there is more co-transcriptional modification and pre-rRNA
processing in the SSU compared to the LSU rRNA [27,48].
Establishment of rRNA 2´-O-methylation patterns involves
a complex series of interlaced base pairing interactions between
SNORDs and nascent pre-rRNA. It is therefore more than
likely that kinetic features governing snoRNA:rRNA duplex
formation and dissociation as well as the accessibility of the
target nucleotide in the context of the folded rRNA impose
tight temporal and spatial constraints [12,29,30]. One can
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intuitively reason that increased rDNA transcription rates, as
expected in developing cells or exponentially growing human
cancer cells in vitro, might limit the window of opportunity for
a subset of SNORD base-pairing, thus reducing the probability
of their methylation sites to be heavily modified. This point of
view may imply that decreased methylation at some rRNA sites
simply accompanies cellular growth and/or cell differentiation
and could be interpreted as biological noise or ‘bystander effect’
without necessarily functional consequences. Another possibi-
lity is changes in availability of active SNORDs, although the
differences are less likely to derive from changes in Fibrillarin
levels that have been shown to preferentially affect sites in LSU
rRNA [29,30].
A more interesting possibility is that the methylation
changes affect the functional properties of the ribosome. In
the context of the specialized ribosome hypothesis [1–5], we
have demonstrated that ribosome heterogeneity exist in the
mouse and varies during development, but the functional
implications of this were not directly addressed. The variable
SSU rRNA sites do not display any obvious structural cluster-
ing and most sites are buried in the mature ribosome with
SSU-A590 as the exception. However, the SSU serves dual
functions in mRNA recruitment and translation. An attractive
hypothesis is that the methylation changes could be part of
developmentally-regulated reprogramming, possibly by
favouring translation of a subset of embryonic mRNAs. As
a proof of principle, altered rRNA methylation profiles, as
observed in Fibrillarin-depleted cells, affect IRES-dependent
translation both in vivo and in hybrid in vitro translation
assays [29].
Splicing as a regulator of SNORD expression
In mammals, all methylation guiding SNORDs are intron-
encoded and processed from precursor transcripts by exonu-
cleolytic trimming of the spliced and debranched, linearized
host-intron. This implies that SNORD expression is sensitive
to alternative splicing, as this dictates both the introns available
for processing and the structure of the substrate to be processed,
e.g. the distance of the SNORD from the branch site that appears
to be a factor in expression [38]. Moreover, alternative splicing is
coupled to non-sense mediated decay (NMD) and a model has
been put forward that suggest uncoupling of the expression of
host-gene exon- and intron-encoded transcripts by alternative
splicing and NMD [49]. Usually, NMD is elicited by illegitimate
stop codons. The Gas5 transcript may encode short peptides but
does not encode a conserved protein. Frame-shift mutations in
the longest open reading frame (ORF) occur naturally in inbred
mouse strains without obvious deleterious phenotypes [50].
However, it is frequently observed that lncRNA are associated
with ribosomes [51] and thus may be subject to NMD, possibly
related to the existence of short ORFs. In this context, it is
interesting to note that the longest ORF in regularly spliced
mouse Gas5 is 72 amino acids, the last codon of which is
generated by splicing of intron 6 and directly followed by
a stop codon. The predominant alternative splicing in the
mouse involves skipping of exon 7 resulting in replacement of
the terminal serine with an arginine and extension of the puta-
tive peptide by two additional amino acids before a stop codon is
encountered. Thus, the stop codon in relation to splice junctions
differs in the two transcripts which could impact their relative
sensitivity to NMD that depends on the location of stop codons
in relation to downstream splice junctions. In a broader context,
a multitude of different Gas5 spliced expressed sequence tags
(EST) have been described as well as five main mRNA isoforms
that all have a 5´ splice site at the exon 6 – intron 6 junction in
common and differ in having 3´ splice sites at intron 6 (the
predominant form), 7 (the main splice variant), 8 or 10 (two
variants that differ at their 3´ end). In terms of overall Gas5
levels, transcriptional mechanisms combined with NMD are
responsible for low Gas5 levels during differentiation, whereas
decreased NMD underlie the increased Gas5 levels associated
with growth arrest due to, e.g. increased cell density [39]. Thus,
the complex and diverse regulatory mechanisms that govern
Gas5 expression provide an ideal framework for regulating
expression of intron-encoded SNORDs through alternative spli-
cing and NMD. Consistent with this notion, we observed that
the overall levels of Gas5 expression was quite constant during
brain development (Fig. 4(F)) while the alternative splicing
related to alternative splicing of exon 7 varied considerably
(Fig. 5(D–E)) and correlated with the expression levels of
SNORD78 (Fig. 4(D–E)) and the cognate methylation at LSU-
G4593 (Fig. 3(D)). This is unusual as the correlation between
expression levels of SNORDs or other features of SNORDs and
methylation of their cognate target sites in previous reports were
weak, at best [12,29,30]. Processing of SNORD78 into smaller
fragments [35] as an alternative explanation for the observed
down-regulation was unlikely because such fragments were
absent in northern blots and in the low-coverage RNA-seq that
is part of the RiboMeth-seq analysis. In conclusion, we propose
that SNORD78 is specifically down-regulated early during devel-
opment by alternative splicing and processing of Gas5 tran-
scripts which in turn results in very low levels of the cognate
ribose methylation at LSU-G4593 in differentiated adult tissues
(Fig. 5(E)).
CRISPR-Cas9 mediated knock-out of SNORD78 and the
cognate LSU-Gm4593
LSU-Gm4593 is located at the base of Helix 95 close to the four-
way junction in Domain VI of the large ribosomal subunit. Helix
95 presents the sarcin-ricin loop for interaction with transla-
tional GTPases [52].We thus speculated that ribosemethylation,
by stabilizing base-paired segments, may modulate the confor-
mational flexibility of Helix 95 which could, in turn, fine-tune
translation. Further indications of the importance of this mod-
ification come from the association of Gas5 and SNORD78 with
cancer. The Gas5 gene is frequently reported to be misexpressed
in cancers, with its down-regulation associated with poor prog-
nosis [53,54]. Conversely, up-regulation of SNORD78 correlates
with prostate cancer [33], hepatocellular carcinoma [34] or non-
small cell lung cancer [36,55]. As a first attempt to establish an
experimental system to assess the cellular function, if any, of
LSU-Gm4593, we used the CRISPR-Cas9 system to knock-out
SNORD78 from HEK293T cells that normally has almost full
methylation of the site. The constitutive lack of LSU-Gm4593 in
exponentially growing HEK293 cell did not yield any overt
cellular phenotypes, even though translation fidelity was slightly
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affected in one of two SNORD78-KO clones. Strikingly, our
cellular phenotypic analysis does not corroborate with conclu-
sions drawn from another study where stably shRNA-mediated
knock-down of SNORD78 in H1975 cells was accompanied by
decreased proliferation, G0/G1 arrest and increased apoptosis
[36]. The reason of such discrepancies remains to be further
clarified. Yeast entirely lacks ribose methylations in all of
Domain VI, so a strong effect on basic properties of translation
or cell growth was not to be expected in a cell culture setting. In
our opinion, the approach of deleting individual modifications
and scoring the effect in cultured cells may turn out to be naïve
and the effects of SNORD78-KOwill most likely only be revealed
when ribosome functions are challenged in more biologically
relevant settings. As a prelude to such studies, we have here
demonstrated the full pattern of changes, including that of LSU-
Gm4593/SNORD78 in a biological context.
Materials and methods
Cell culture
HEK293T cells (a gift from Dr. L. Haren, CBI-Toulouse) were
grown at 37°C with 5% CO2 in Dulbecco’s Modifier Eagle
Medium (Gibco; 4.5 g/L glucose) supplemented with 10% fetal
bovine serum (PAN biotech), 1 mM Sodium Pyruvate (Gibco)
and 1% penicillin-streptomycin (Sigma-Aldrich).
Isolation of whole-cell RNA from cells and mouse tissues
Whole-cell RNA was isolated from cells using Tri-Reagent
(Euromedex) followed by RQ1 RNAse-free DNAse (Promega)
and proteinase K (Sigma-Aldrich) treatments. RNA was then
extracted with phenol-chloroform (saturated with water) and
ethanol precipitated before storage at −20°C in RNAse-free
water. Whole head samples were used to represent brain in
E9.5 and E12.5 embryos. E16.5 and adult mouse tissues
(C57BL/6J obtained from Charles River) were manually dis-
sected according to French institutional guidelines and quickly
frozen in liquid nitrogen before storage at −80°C. Frozen tissues
were homogenized in Tri-Reagent (Euromedex) using an Ultra-
Turrax homogenizer andwhole-cell RNAwas isolated according
to the manufacturer. RNAwas subsequently treated with DNase,
proteinase K, and extracted and precipitated as described above.
Ribometh-seq analysis
Five micrograms of whole-cell RNA was degraded by alkaline
hydrolysis, size fractionated and ligated to adaptors as previously
described [27,56]. In brief, a 20–40 nucleotide fraction of alkaline
degraded RNA was excised and purified from 10% polyacryla-
mide/7M urea denaturing gels. Adaptors were ligated to the RNA
using a tRNA ligase and cDNAwas synthesized using SuperScript
IV reverse transcriptase (Thermo Fisher Scientific). Libraries
(cDNA) were sequenced using the Ion Proton sequencing plat-
form, reads were mapped against a curated mouse rDNA
sequence (Table S1 and Data S1) and RiboMeth-seq scores
(RMS) representing ‘fraction methylated’ were calculated as
described previously (‘score C’) in [27]. In a few cases a barcode
correction was applied when calculating the RMS [45]. Sites that
have been barcode corrected are indicated in the excel sheet with
RiboMeth-seq data (Data S2) and at NCBI Gene Expression
Omnibus: GSE128947. All analyses were conducted in biological
triplicates.
Northern blotting analysis
Ten micrograms of whole-cell RNA was fractionated by elec-
trophoresis on a 6% polyacrylamide/7M urea denaturing gel.
Electro transferred onto a nylon membrane (Amersham
Hybond-N, GE Healthcare) followed by UV crosslinking
(Stratalinker). Hybridizations were carried out with 5′-end
32P-labelled-DNA oligonucleotide probes (Table S2).
Membranes were incubated overnight at 50°C in 5× SSPE,
5× Denhardt’s, 1% SDS, 150 μg/mL yeast tRNA and washed
twice in 0.1% SSPE, 0.1% SDS for 15 min at room tempera-
ture. Radioactive signals from the probes were revealed using
a Typhoon™ Biomolecular Imager (Amersham) and intensities
were quantified using Multi Gauge V3.0 software.
Detection of ribose methylation by primer extension
The presence of 2´-O-methylation was tested by primer extension
using low dNTP concentration [57]. Five micrograms of whole-
cell RNAwas reverse transcribed in 25 µl 1× RT buffer at 42°C for
60 min using AMV (Promega, 20 U) at two dNTP concentrations
(1 mM and 0.01 mM, respectively). Primer sequences can be
found in Table S2. cDNAs were fractionated by electrophoresis
on a 8% polyacrylamide/7 M urea denaturing gel, the gel was
dried and radioactive signals from the probes were revealed using
a Typhoon™ Biomolecular Imager (Amersham).
Analysis of Gas5 expression by RT-qPCR
One microgram of whole-cell RNA was reverse transcribed with
random hexamer primers using Go Script™ Reverse
Transcriptase kit (Promega) at 42°C for 60 min. 1/20 of the RT
reaction was amplified by PCR using GoTaq polymerase
(Promega). mRNA expression was performed using the IQ™
Custom SYBR® Green Supermix (Bio-Rad) qPCR on a CFX96TM
Bio-Rad Real-Time Thermal Cycler. The relative quantification
of gene expression was performed using the standard curve
method with triplicates for each datapoint. Primer sequences
can be found in Table S2.
Analysis of Gas5 splicing
RNA splicing at Gas5 pre-mRNA were assayed by RT-PCR, as
described above. DNA products were then fractionated by
electrophoresis on a 2% agarose gel and stained by ethidium
bromide. The identity of the RT-PCR products was further
confirmed by DNA sequencing and the relative intensities of
PCR products were quantified using Image J software. Primer
sequences can be found in Table S2.
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Generation and characterization of SNORD78-deficient
HEK293 cells
The human SNORD78 gene was disrupted via CRISPR/Cas9-
mediated deletion. Two 20-bp guide sequences, sgRNA1 and
sgRNA2 (Table S2) were selected using ATUM’s design tool
(https://www.atum.bio/products/crispr) and cloned into pX458
(Addgene #48138) and pX459 V2.0 (Addgene #62988) plasmids
which contains a GFP marker and a puromycin resistance cas-
sette, respectively. HEK293T cells seeded in six-well dishes
(70–80% confluency) were transfected using lipofectamine 2000
(Thermo Fisher Scientific) with pX459_sgRNA1 and
pX459_sgRNA2 (500 ng each). Forty-eight hours post-
transfection, cells were transiently treated with puromycin (2 µg/
mL; 36–48 h) before being subjected to clonal selection by limiting
dilution. Expected deletion events were validated by PCR (primer
sequences are listed in Table S2). Two clones (WT1 and KO1)
were randomly chosen for further analyses. HEK293Tcells were
also transfected with pX458_sgRNA1 and pX458_sgRNA2 as
described above. Forty-eight hours post-transfection, cells were
suspended in PBS, 2 mM EDTA, 0.5% BSA, filtered (40 µM) and
single cells were sorted in 96-well plates using fluorescence-
activated cell sorting (BD INFLUX). Single cells were expanded
and screened for the targeted deletion as described above. Two
clones (WT2 and KO2) were randomly chosen for further ana-
lyses. The rate of cell growth was assayed using Beckman Coulter
Z1 particle counter. Cells were seeded into a 24-well plate (50,000
cells per well) and counted in quadruplicate at each time points.
Four independent proliferation assays were performed. Cell cycle
profiles were monitored using propidium iodide DNA staining.
Cells were harvested and fixed in ice-cold 70% ethanol, washed in
PBS + 0.5% Tween and suspended in PI/RNase staining buffer
(BD Pharmingen). Data were collected on a FACSCalibur cyt-
ometer (Becton Dickinson) and analysed using FlowJo software
(FlowJo, LCC). Two independent experiments were performed.
Apoptosis was detected using Annexin V-FITC/propidium iodide
staining according to the manufacturer’s instructions
(BioLegend). Cells were analysed using FacsVerse (Becton
Dickinson) with acquisition of 20,000 total events (BD
FacsSuite). Two independent experiments were performed.
Dual luciferase reporter assay
100,000 cells were seeded into a 24-well plate for 24 h. Cells were
transfected using lipofectamine 2000 (Invitrogen) with 0.06 ng
Renilla vector (internal control) and 500 ng of reporter Firefly
vectors (a gift of Drs. Anne-Catherine Prats and Frederic Catez).
Twenty-four hours post-transfection, cells were harvested, lysed
and luciferase activity was monitored using the Dual-Luciferase
Reporter Assay kit (Promega) according to the manufacturer.
Luciferase detection was assayed on Centro LB 960 Microplate
Luminometer (Mikrowin 2000 Software). Six independent trans-
fections were performed with each measurement made in
triplicate.
Statistical methods
Results are expressed as mean ± standard error of the mean
(SEM) except for RiboMeth-seq, cell cycle profiling, and
apoptosis assay results which were presented asmean ± standard
deviation (SD). Comparison of two groups was analysed by two-
tailed Student’s unpaired t-test. Statistically significant differ-
ences between groups are indicated as *P < 0.05, **P < 0.01,
and ***P < 0.001. Hierarchical cluster analysis and heatmap were
generated in R using the pheatmap package (https://CRAN.
R-project.org/package=pheatmap). A number of different clus-
tering methods separated robustly embryonic and adult tissues.
In the figure, the result using default settings and the complete
linkage method was used.
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Table S1. List of changes made to the curated mouse rDNA sequences based on reads obtained from RiboMeth-seq 
analyses. GenBank accession numbers for the original rDNA sequences are listed in the table and nucleotide numbers 
correspond to this. Supplementary Data 1 contains a FASTA file with the corrected rDNA sequences. 
SSU – GenBank accession: X00686.1 
T inserted after T287 A inserted after G1228 G1561A  
 
LSU – GenBank accession: NR_003279.1 
C inserted after C251 C497∆ C586∆ C inserted after C665 
A inserted after C829 T1354C G inserted after G1887 T inserted after T1991 
G2019C C2020G CGT inserted after G2322 G2365∆ 
T2368C G inserted after G2931 G2950∆ G inserted after G2967 
G3150∆ T3151∆ C3233T C3235∆ 
C3753∆ G3754∆ A3755G G3756A 
 
5.8S – GenBank accession: K01367.1 
G23C    
 
5S – GenBank accession: M31319.1 






Table S2. List of oligonucleotides used in the study. 
Northern blotting analysis (rRNA and small RNA detection) 
Purpose Sequence 
SNORD22 (mouse/human)  ATCCCTCAGACAGTTCCTTCTG 
SNORD44 (mouse)   TCTTCAGGTAGTCAGTATTTGTTCG 
SNORD44 (human   TTAGAGCTAATTAAGACCTTCATG 
SNORD47 (mouse)   AACCTCAGAAATAAAATGGAACGGTTT 
SNORD74 (mouse)   CAGTTGTCCCTACCAACATAGCCTTC 
SNORD75 (mouse)   CAGAAATCCCTTCTGTCCACTACTCT 
SNORD76 (mouse)   AGCTGTCAAGAGTAGCAAATATGA 
SNORD78 (mouse/human)   TCAGACATTTGATCAACATCATTACA 
SNORD79 (mouse)    TCAGAGAGATTCCCATCTGTTTAA 
SNORD79 (human)   AGAGATTCCCATCTGCTTTAATTTT 
SNORD80 (mouse/human)   AGTCTGCTGAACTATGTTATCATCAT 
SNORD81 (mouse)   AGTAATCAGTGAGAGAGTTCAAG 
SNORD126 (rat/mouse)    TGCTCAGCACATGTGTGTAATCA 
7SK (mouse/human)    GTGTCTGGAGTCTTGGAAGC 
ITS1 – probe a (human) TGGGTGTGCGGAGGGAAGC 
ITS2 – probe b (human) ACGCCGCCGGGTCTGCGCTTA 
SSU rRNA (human) CCAGACAAATCGCTCCACCAACTAAG 
LSU rRNA (human) GCTCCCGTCCACTCTCGAC 
  
Primer extension (detection of rRNA ribose methylations) 
LSU-Gm4593 (SNORD78)   GTCATAATCCCACAG 
LSU-Am1310 (SNORD126)  TTCGGACGAGCCCCTGA 
  
CRISPR/Cas9-mediated deletion of the human SNORD78 gene 
sgRNA1  CCTTGAGCATGTTTGGAACG 
sgRNA2 TTTGTCTACATGCTCATTTC 
  
PCR (screening for CRISPR/Cas9-mediated deletion at the human SNORD78 gene) 
Del_SNORD78_fd    CCTTGAGCATGTCTGGAACAGTG 
Del_SNORD78_rv    CTTACCCAAGCAAGTCATCCATG 
  
RT-qPCR and RT-PCR (mouse Gas5 detection) 
Gas5_ex1_fd        CGGAGCTGTGCGGCAT 
Gas5_ex3_fd     TGTGGCAAAGGAGGATGAAGG 
Gas5_ex6_fd      TGGAGTTTGAGGCTGGATAGAC 
Gas5_ex3_rv     TCGTAAGCCTTCATCCTCCTTT 
Gas5_ex6_rv     TTCAAACTGTCTATCCAGCCTCA 
Gas5_ex7_rv     GCAAGCCAGCCAAATGAACA 
Gas5_ex8_rv     TGTTTGCAGTGCCTTCACTTG 
GAPDH_fd       TGCACCACCAACTGCTTAG 
GAPDH_rv       GGATGCAGGGATGATGTTC 
  
RT-qPCR (human Gas5 detection) 
Gas5_fd         CTTCTGGGCTCAAGTGATCC 
Gas5_rv          TTGTGCCATGAGACTCCATCAG 
GAPDH_rv      GAGTCCTTCCACGATACCAAAG 




Table S3. List of methylated sites and their relative position in the rRNA sequences of human and mouse, respectively. 
Methylated positions in human rRNA are according to the sequences in the snoRNA-LMBE-database (1). Mouse 
positions are according to the corrected sequences from this study (Supplementary Data 1 and Table S1). 
   SSU          
Human Mouse Human Mouse Human Mouse Human Mouse Human Mouse 
A27 A27 U354 U356 C517 C519 C797 C799 A1383 A1385 
A99 A99 U428 U430 A576 A578 U799 U801 C1391 C1393 
U116 U116 G436 G438 A590 A592 G867 G869 U1442 U1444 
U121 U121 C462 C464 G601 G603 A1031 A1033 G1447 G1449 
A159 A159 A468 A470 U627 U629 C1272 C1274 G1490 G1492 
A166 A166 A484 A486 G644 G646 U1288 U1290 A1678 A1680 
U172 U172 G509 G511 A668 A670 U1326 U1328 C1703 C1705 
C174 C174 A512 A514 G683 G685 G1328 G1330 U1804 U1806 
          LSU          
Human Mouse Human Mouse Human Mouse Human Mouse Human Mouse 
A389 A398 G2351 G2122 C3680 C3360 C3866 C3546 U4468 U4151 
A391 A400 C2352 C2123 A3697 A3377 G3878 G3558 G4469 G4152 
G1303 G1131 A2350 A2121 G3606 G3286 C3848 C3528 G4464 G4147 
A1310 A1138* A2388 A2159 A3703 A3383 U3904 U3584 A4493 A4176 
A1313 A1141 U2402 U2173 G3723 G3403 G3923 G3603 C4506 C4189 
C1327 C1155 C2409 C2180 A3739 A3419 G4020 G3695 A4541 A4224 
G1509 G1336 G2411 G2182 A3764 A3444 C4032 C3707 A4560 A4243 
A1511 A1338 A2774 A2545 G3771 G3451 G4166 G3849 G4588 G4271 
A1521 A1348 C2791 C2562 C3787 C3467 U4197 U3880 U4590 U4273 
G1612 G1439 A2802 A2573 U3797 U3477 G4198 G3881 G4593 G4276 
G1747 G1563 C2811 C2582 A3804 A3484 U4276 U3959 G4607 G4290 
A1858 A1674 U2824 U2595 A3809 A3489 G4340 G4023   
C1868 C1684 C2848 C2619 C3820 C3500 G4362 G4045   
C2338 C2109 G2863 G2634 A3846 A3526 C4426 C4109   
          5.8S          
Human Mouse Human Mouse       
U14 U14 G75 G75       
*No evidence for methylation at LSU-A1310 in mouse, but the site is detected in human and rat. 
 
Supplementary Data 1. Mouse rDNA sequence. A FASTA file with the mouse rDNA reference sequence used for 
mapping of sequencing reads is deposited at NCBI Gene Expression Omnibus (GEO) and accessible through 
GSE128947. 
 
Supplementary Data 2. RiboMeth-seq scores and statistics. An excel sheet with raw read-end data, calculated 
RiboMeth-seq scores, and information on 2’-O-Me sites that have been subjected to barcode correction (2) is 




Figure S1. Stoichiometry of methylation at all 2’-O-Me sites in SSU rRNA in whole cell RNA isolated from adult tissues 
and developmental stages. Brain E9.5 corresponds to the whole head from stage E9.5. 
S6 
 
Figure S2. Stoichiometry of methylation at all 2’-O-Me sites in LSU rRNA in whole cell RNA isolated from adult tissues 




Figure S3. Bin diagrams of fraction methylated for all 2’-O-Me sites in 28S, 18S, and 5.8S rRNA from all adult and 





Figure S4. Pre-rRNA processing in WT HEK293T and SNORD78 knockout cells. To the left is shown an illustration of the 
human pre-rRNA transcript with annotated processing sites and a simplified diagram of the two main processing 
pathways, and with short lived intermediates in grey. The hybridization sites of probes a and b targeting ITS1 and ITS2, 
respectively, are indicated on the processing map. The right part of the figure shows northern blotting analyses of 
parallel gel runs of whole cell RNA samples from two WT HEK293T and two SNORD78 knockout cell cultures hybridized 
with either probe a or probe b. Black arrows indicate processing intermediates, while grey arrows indicate the 
migration of 28S and 18S rRNA inferred from re-hybridizing the membranes with probes targeting these rRNA species.    
  
 
Figure S5.  Sequences of SNORD78 in WT and SNORD78 knockout cell lines. PCR products from the KO1 cell line was 
cloned and 5 individual clones were sequences. All gave the same sequence with an insertion of 98 nucleotides 
between the C box and the antisense element upstream of the D box. 3 individual clones of PCR products from the 
KO2 cell line showed the same sequence with a 42 nucleotide deletion spanning the C box. The antisense element 
base pairing with rRNA guiding methylation at LSU-G4953 is shown in bold italic. 
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Ces travaux de thèse s’inscrivent dans une volonté de comprendre la fonction de SNORD 
orphelins. Depuis sa découverte, un rôle a été assigné pour SNORD115 sur un ARNm et 
même si de nombreuses données de la littérature récente montrent que les SNORD ont des 
fonctions plus diverses que le guidage de ribose méthylation sur l’ARNr, il s’avère que la 
fonction du SNORD115 in vivo n’avait pas encore été vérifiée. Cela a été possible lors de ma 
thèse car le KO-SNORD115 était disponible dans l’équipe grâce à l’avènement de la 
technique d’édition des génomes CRISPR/Cas9 qui permet de générer de large délétion et que 
l’épitranscriptomique était un champ en plein essor offrant de nouvelles techniques de pointes 
pour l’étude des modifications de l’ARN. 
 
A. SNORD115 et la régulation post-transcriptionnelle du pré-ARNm 
5-HT2C : une histoire pas si simple 
 
Les souris KO-SNORD115, un outil pour réévaluer le modèle SNORD115/5-
HT2C 
Depuis 20 ans, le modèle proposé est que SNORD115 agit sur l’ARNm du récepteur à la 
sérotonine 5-HT2C. C’est le seul SNORD qui présente une telle complémentarité conservée 
(18 nucléotides) avec un ARNm. Cette zone de complémentarité implique une portion de 
l’exon Vb de cet ARNm qui subit deux événements post-transcriptionnels (épissage, édition 
A vers I) qui influent sur la production du récepteur 5-HT2C et sur son activité (Cavaillé, 
2017). Etonnamment, la méthylation guidée par SNORD115 est prédite pour prendre place 
sur une des rares positions qui subit de l’édition-spécifique, le site C du 5-HT2C (Cavaillé et 
al., 2000). C’est un site particulièrement important pour la fonction du récepteur produit et 
son édition réduit l’activité du récepteur (Burns et al., 1997; Tohda et al., 2010; Q. Wang et 
al., 2000). SNORD115 et 5-HT2C sont tous deux largement exprimés dans les structures 
cérébrales (Vitali et al., 2005). L’ensemble de ces observations converge pour proposer une 
fonction du SNORD115 sur la régulation post-transcriptionnelle du pré-ARNm 5-HT2C, ce 
qui est conforté par l’étude de systèmes artificiels de sur-expression dans des modèles in vitro 
non neuronaux qui montrent que le SNORD115 inhibe l’édition du 5-HT2C (site C) et 
favorise l’épissage canonique du pré-ARNm 5-HT2C (Kishore & Stamm, 2006; Vitali et al., 
2005). Pour autant les souris modèles du syndrome Prader-Willi ou l’étude des tissus post-
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mortem des patients ne permettent pas de conclure clairement sur l’effet in vivo de l’absence 
du SNORD115 sur ces deux événements (Glatt-Deeley et al., 2010). Des études des souris 
PWS-IC qui n’expriment plus les gènes du locus dont le cluster de SNORD115 ont montré 
parfois des résultats contradictoires avec soit pas de défaut de l’épissage dans le cerveau (Doe 
et al., 2009) soit dans l’hypothalamus une augmentation de la forme alternativement épissée 
mais pas du ratio de la forme pleine sur la forme épissée (Garfield et al., 2016). Tandis que 
l’édition du 5-HT2C augmente (% édition globale du 5-HT2C) chez ces souris mais 
paradoxalement aussi dans un modèle où SNORD115 est exprimé deux fois plus grâce à une 
duplication du locus (Nakatani et al., 2009). Pour l’édition, les chercheurs ont longtemps 
utilisé la technique du séquençage des clones d’ADNc 5-HT2C dont la précision est 
dépendante du nombre de clones analysés et qui est variable selon les études (20 à 200 
clones). La technique de séquençage haut débit permet maintenant d’accéder précisément et 
de manière reproductible à l’édition du 5-HT2C (Morabito, Ulbricht, et al., 2010).  
La génération et l’analyse d’une souris KO spécifiquement pour SNORD115 était l’étape 
nécessaire pour disséquer le rôle in vivo du SNORD115 sur les événements post-
transcriptionnels du pré-ARNm 5-HT2C. J’ai caractérisé le KO-SNORD115 en analysant 
dans un large panel de structures cérébrales l’effet de l’absence du SNORD115 sur l’épissage 
et l’édition du 5-HT2C grâce aux nouvelles technologies de séquençage haut débit.  
Comme observé dans la partie résultat, l’épissage du 5-HT2C n’est pas impacté de manière 
majeure. La seule différence notée dans l’hypothalamus va plutôt dans le sens contraire du 
modèle annoncé où plutôt qu’une diminution qui signifierait que SNORD115 favorise 
l’épissage canonique (RNA2), il y a une augmentation du ratio RNA2/RNA1.  
 
En ce qui concerne l’édition du 5-HT2C, nous n’avons pas hésité à tester un large panel de 
structures cérébrales chez l’adulte et deux stades développementaux pour l’hypothalamus, 
l’hippocampe ou le cortex. Les résultats sont décevants face à ce que pouvait faire espérer le 
modèle. D’après le modèle, c’est l’édition au site C qui est particulièrement affecté par 
SNORD115 et son absence provoque une augmentation de l’édition. Il y a seulement une 
augmentation modeste mais significative de l’édition au site C dans le striatum (31,12% 
contre 32,77%). A l’instar de ce résultat, dans l’ensemble on observe peu de changements 
significatifs et ces changements sont modestes. Il y a peu de changements par structure dans 
le profil de combinaison d’édition, qui affectent principalement des isoformes peu abondants. 
On peut se questionner sur la relevance biologique de ces différences. C’est dans 
l’hypothalamus que l’on retrouve le plus grand nombre de changement de l’édition, c’est une 
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aire intéressante car le 5-HT2C est particulièrement exprimé dans les neurones POMC 
impliqués dans le contrôle de la prise alimentaire. Il existe une grande hétérogénéité de 
l’hypothalamus en termes de types cellulaires, qui est un paramètre susceptible d’exprimer les 
effets moléculaires mineurs observés (Chen et al., 2017; Lam et al., 2017). On a vu que 
SNORD115 est exprimé dans les neurones POMC du noyau arqué mais les neurones POMC 
ne représentent qu’une faible fraction des cellules hypothalamiques (3000 à 9000 neurones 
dans le noyau arqué chez la souris) (Zhan, 2018) et 30% expriment le 5-HT2C (Lam et al., 
2017). Pour révéler un potentiel effet qui serait masqué au sein de la masse cellulaire, l’équipe 
a pour projet d’étudier spécifiquement les neurones POMC grâce à des lignées de souris 
sauvages et KO-SNORD115 avec les neurones POMC-GFP. Les neurones ainsi marqués sont 
isolés par cytométrie en flux (FACS) pour analyser la maturation post-transcriptionnelle du 
pré-ARNm 5-HT2C dans les neurones POMC, voire même en condition de cellules uniques 
(Picardi et al., 2017). La lignée POMC-GFP est déjà disponible dans l’équipe.  
 
Même si on a montré par RT-qPCR que l’expression du 5-HT2C ne change pas chez les 
souris KO-SNORD115 par rapport aux sauvages, notre analyse n’a pas abordé l’effet de 
l’absence du SNORD115 sur la traduction du 5-HT2C. D’autant que l’édition a été liée à des 
défauts de traduction dans des modèles in vitro et à une pause du ribosome in vivo (Hoernes et 
al., 2016, 2018; Licht et al., 2019). Il serait informatif d’étudier la quantité de récepteur pleine 
taille par western blot. Il existe aussi un anticorps pour détecter le récepteur tronqué issu de 
l’épissage alternatif (RNA1) (Zhang et al., 2016). On part de l’hypothèse que l’abondance des 
variants ARN reflète leur abondance protéique mais dans quelle proportion sont traduits les 
différents isoformes de l’ARNm 5-HT2C reste encore inconnue. Il n’y a pas encore 
d’anticorps qui discriminent les différents isoformes du récepteur. La méthylation affecte 
aussi la traduction in vitro, ce qui renforce l’idée que la traduction du 5-HT2C peut être 
altérée dans les souris KO-SNORD115 (Choi et al., 2018). Une augmentation de la densité 
des récepteurs à la membrane est observée chez les souris VGV, c’est un mécanisme possible 
de compensation à la fonction réduite du récepteur édité. De tels mécanismes pourraient 
prendre place dans notre KO constitutif. On pourrait accéder à la distribution et à la densité 
membranaire du récepteur 5-HT2C sur coupe de cerveau par immunohistochimie avec un 
anticorps 5-HT2C ou en utilisant un ligand radioactif sélectif du 5-HT2C ([
3
H]-mesulergine) 





Est-ce que la signalisation de la sérotonine est affectée par l’absence du 
SNORD115 ?  
Nous avons focalisé notre étude sur les conséquences de la perte du SNORD115 sur le 
récepteur 5-HT2C et son implication dans les symptômes du SPW comme dans la prise 
alimentaire. Il est tentant d’imaginer que les symptômes du SPW soient causés par des défauts 
du 5-HT2C, notamment car les souris déficientes pour le 5-HT2C sont hyperphagiques et 
deviennent obèses comme les patients SPW. Il n’y a pas de preuve directe qui pointe un 
défaut de la signalisation 5-HT2C chez les patients Prader-Willi. Les molécules anorexigènes 
ne sont pas performantes pour traiter l’obésité chez les patients Prader-Willi, comme la 
fluoxétine qui est un inhibiteur de la recapture de la sérotonine et n’a pas prouvé son efficacité 
pour traiter l’hyperphagie chez les patients SPW (Goldstone, 2004). Les souris PWS-IC 
présentent des défauts qui peuvent être causés par un défaut de la signalisation 5-HT2C. Elles 
ont une locomotion réduite, une augmentation de l’impulsivité et ne répondent pas 
correctement à l’effet anorexigène d’un agoniste du 5-HT2C (Doe et al., 2009). Ces souris 
n’expriment plus les gènes du locus et les défauts observés ne sont pas imputables seulement 
à l’absence du SNORD115. En ce sens des altérations des circuits sérotoninergiques se 
déclarent lors de la délétion d’un autre gène du locus, NDN (Matarazzo et al., 2017; Zanella et 
al., 2008).  
 
Ce modèle est le premier modèle in vivo qui permet d’accéder à la fonction du SNORD115 
sans que d’autres gènes du locus ne soient aussi affectés et ne soient impliqués dans le 
phénotype observé. La perte du SNORD115 n’est pas accompagnée de défauts 
physiologiques ou comportementaux (prise alimentaire, anxiété). L’apparente absence 
d’importantes conséquences moléculaires ou comportementales n’exclut pas que SNORD115 
puisse agir finement dans la régulation des circuits de la sérotonine. Dans ce sens, des études 
d’électrophysiologies menées par B. Guiard du CRCA (données non montrées), ont révélé 
que les souris KO-SNORD115 présentent une augmentation de l’activité des neurones 
sérotoninergiques du dorsal raphé et des neurones dopaminergiques de l’aire tegmentale 
ventrale. Cette observation pourrait être la résultante indirecte de la diminution de la 
signalisation du 5-HT2C dans ces aires. Ces expériences d’électrophysiologie mesurent 
l’activité des neurones sérotoninergiques et dopaminergiques, leur activité est régulée en 
amont par des inter-neurones inhibiteurs qui expriment le 5-HT2C (R. Liu et al., 2000). Un 
défaut du récepteur 5-HT2C sur ces inter-neurones entraîne une levée de l’inhibition qu’ils 
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appliquent sur les neurones en aval et ces neurones ont une augmentation de leur activité. Ces 
circuits neuronaux sont impliqués notamment dans la modulation des comportements de 
récompense et de motivation mais les conséquences de ces défauts d’excitabilités à l’échelle 
de l’organisme restent toujours à définir. De manière remarquable, les effets sont spécifiques 
de la délétion paternelle du SNORD115 et non de la délétion maternelle. Des expériences de 
sauvetage sont prévues à l’aide d’injection intracérébrale de constructions adénovirales pour 
ré-exprimer le SNORD115 sauvage ou muté dans son segment antisens. Les constructions 
sont disponibles (j’ai validé l’expression du SNORD115) et les premiers essais d’injection ont 
montré qu’il est possible d’injecter le lentivirus sans entraîner la mort des individus, que les 
lentivirus permettent l’expression des différentes constructions de SNORD115 puis 
d’effectuer les mesures d’électrophysiologie une à trois semaines plus tard. Il est aussi 
possible d’accéder directement à l’activité des neurones POMC (POMC-GFP) grâce à la 
technique d’électrophysiologie patch-clamp qui s’effectue sur coupe de cerveau comme le fait 
X. Fioramonti avec qui l’équipe envisage de collaborer dans le futur.  
 
 
Est-ce que SNORD115 guide une méthylation sur l’ARNm 5-HT2C?  
Nos travaux se sont focalisés sur l’étude des conséquences indirectes d’une interaction du 
SNORD115 avec l’ARNm 5-HT2C. Le modèle du SNORD115 a été précurseur dans le 
domaine des SNORD, et laisse entendre que des SNORD agiraient sur d’autres ARN 
cellulaires comme les ARNm. Et pourtant il n’est toujours pas formellement démontré qu’un 
ARNm comme celui du 5-HT2C puisse être la cible du SNORD115. 
Visualiser la trace covalente laissée par l’interaction transitoire du SNORD115 avec l’ARN 5-
HT2C constituerait la preuve ultime en faveur d’un rôle des SNORD dans la modification des 
ARNm. Les possibilités de cartographier les méthylations ribose sur le transcriptome restent 
limitées. Le Nm-seq permet d’accéder aux méthylations sur l’ensemble du génome et 
notamment sur des transcrits peu abondants (Qing Dai et al., 2017; Hsu et al., 2019). Les 
données accessibles ne donnent pas l’information de la présence de méthylation sur le 
transcrit 5-HT2C car elles ont été obtenues à partir de cellules en culture où SNORD115 n’est 
pas exprimé. Nous avons tenté la technique de Nm-seq à partir d’ARN totaux issus de cerveau 
de souris KO-SNORD115 mais malheureusement la profondeur de séquençage était trop 
limitée pour le transcrit 5-HT2C. Il apparaît que cette technique ou d’autres en cours de 
développement comme le NJU-seq devraient rapidement être appliquées aux tissus animaux 
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et nous permettraient d’accéder à cette l’information (Tang et al., 2020). L’étude des KO-
SNORD115 sera toujours essentielle afin de prouver que SNORD115 est l’acteur principal 
pour l’apposition de cette modification. Le Nm-seq étudie l’ensemble du transcriptome mais 
on ne s’intéresse qu’à une seule position. J’ai tenté d’adapter le protocole de Nm-seq à une 
exploration plus spécifique du transcrit 5-HT2C. Les ARN sont soumis à un traitement au 
periodate qui oxyde et élimine le nucléotide présent en 3’ seulement si celui-ci n’est pas 
méthylé. Après plusieurs cycles de traitement, l’extrémité 3’ des ARN contient soit un 
nucléotide méthylé qui permet la ligation d’un adaptateur pour l’étape de transcription inverse 
soit un nucléotide qui n’est pas modifié et qui ne permet pas la ligation d’un adaptateur. Une 
étape d’amplification (PCR ou qPCR) n’est alors possible que pour les fragments qui ont 
ligué l’adaptateur et qui ont donc un nucléotide méthylé en 3’. Dans notre modèle nous 
attendons une amplification seulement à partir des ARN de souris sauvages et une absence 
d’amplification à partir des ARN de souris KO-SNORD115 (figure 19). J’utilise des transcrits 
in vitro de l’exon Vb du 5-HT2C qui présentent ou non la méthylation au site prédit pour 
mettre au point les étapes de ligation, de reverse transcription et d’amplification. 
Malheureusement dans mes premiers essais, la ligation de l’adaptateur n’est pas spécifique du 







  Figure 19 : Une stratégie pour examiner la présence de la méthylation ribose (Nm) sur l’ARNm 5-HT2C.  
Les premières étapes sont les mêmes que pour la technique de Nm-seq. Les ARN sont soumis à un traitement au periodate 
qui permet l’oxydation et l’élimination du nucléotide à l’extrémité 3’ si celui-ci ne possède pas de 2’-O ribose méthylation. 
La 2’-O ribose méthylation rend le nucléotide résistant à l’oxydation.  Le traitement au periodate doit être réalisé plusieurs 
fois afin d’augmenter la quantité d’ARN qui possède un nucléotide modifié en 3’. La ligation avec un adaptateur en 3’ n’est 
possible que lorsque l’extrémité possède un nucléotide modifié. Il est alors possible de réaliser une étape de reverse 
transcription et d’amplification du 5-HT2C. 
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L’absence simultanée de SNORD115 et SNORD116 
Les deux clusters SNORD115 et SNORD116 du locus présentent les mêmes caractéristiques 
et la cible du SNORD116 est toujours inconnue tout comme celle du SNORD115 malgré la 
complémentarité avec le 5-HT2C. On ne peut pas écarter que les deux SNORD régulent la 
même voie physiologique voire exercent des fonctions redondantes. La perte du SNORD115 
ne semble pas être causalement liée à l’établissement du syndrome de Prader-Willi et des 
micro-délétions centrées sur le cluster SNORD116 chez des patients Prader-Willi ont pointé 
un rôle central du SNORD116 dans l’établissement du syndrome (figure 13). On ne peut pas 
exclure que ces micro-délétions puissent impacter l’expression des gènes environnant dont 
SNORD115. Du fait de son expression neuronale, il n’est pas possible de tester son 
expression sur ces individus vivants. Dans le même sens, les souris invalidées pour 
SNORD116 dans les neurones NPY du noyau arqué présentent des caractéristiques du SPW 
comme un retard de croissance et une hyperphagie mais ces souris ne développent pas 
d’obésité et sont même résistantes au régime riche en graisses (Purtell et al., 2017). Aucune 
souris présentant une délétion d’un gène du locus ne permet de récapituler toute la 
symptomatique du syndrome ce qui laisse penser que la maladie soit associée à la déficience 
de plusieurs gènes du locus. La perte simultanée du SNORD115 et du SNORD116 pourrait 
révéler ou exacerber certains phénotypes absents lorsqu’un seul des deux clusters est KO. 
C’est pourquoi l’équipe de J. Cavaillé a généré un second modèle de souris avec une large 
délétion (500kb) qui prend en compte les clusters SNORD116 et SNORD115. J’ai contribué à 
la caractérisation moléculaire initiale de ce modèle. La présentation et l’analyse détaillée de 
ce modèle devrait faire l’objet d’un autre article (Boursereau R, Marty V, non publié). Des 
phénotypes dus à l’effet de l’absence du SNORD115 pourraient se révéler dans ce contexte 
génétique où le gène voisin SNORD116 est aussi délété comme c’est le cas pour les patients 
Prader-Willi. Dans ce sens, les souris KO-SNORD115-116 présentent une mortalité post-
natale, un retard de croissance plus importants que pour les KO-SNORD116 (Skryabin et al., 
2007) et absents lors de la simple délétion du SNORD115 (données non montrées). La cause 
de la mortalité n’est pas comprise, est-ce que c’est un problème musculaire (locomotion, 
succion) ou physiologique? L’analyse du transcriptome (RNA-seq) du foie des nouveaux nés 
a montré un enrichissement des gènes différentiellement exprimés dans le métabolisme des 
acides gras. Dans le foie l’oxydation des acides gras en corps cétoniques offre une source 
additionnelle d’énergie pour tous les tissus, comme le cerveau (Merritt et al., 2020). Un défaut 
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de cette voie entraîne une hypoglycémie qui pourrait provoquer la mort des souris KO-
SNORD115-SNORD116.  
 
Nous avons testé l’impact de la perte simultanée des SNORD115 et SNORD116 sur le profil 
de méthylation de l’ARNr. Le RiboMeth-seq a été appliqué sur des ARN issus cerveaux 
E16.5 alors que pour le KO-SNORD115 nous avions utilisé des cerveaux d’individus adultes. 
Il n’y a pas de changements du niveau de méthylation des sites de l’ARNr chez ses individus 
par rapport aux sauvages. Nous avons ensuite testé l’édition du 5-HT2C dans l’hypothalamus 
des individus adultes et nouveaux nés âgés de 1 journée (post natal 1 jour). A l’instar de 
l’analyse des KO-SNORD115, il n’y a que peu de changements dans le niveau d’édition avec 
une diminution de l’édition au site C chez l’adulte KO par rapport aux sauvages et 11 
modifications dans les isoformes d’édition (article 1, figure supplémentaire 2F). SNORD115 
n’agit pas en combinaison avec SNORD116 sur l’édition du 5-HT2C. 
Les souris avec une délétion paternelle des SNORD115-116 ou SNORD116 sont aussi 
affectées pour le gène IPW qui est présent en amont du cluster SNORD116. On ne peut pas 
exclure une influence de IPW dans les phénotypes observés. Dans cette région non codante, 
seuls les SNORD sont conservés et on a tendance à écarter un rôle primordial de IPW dans les 
phénotypes. Pour autant une étude a montré dans les cellules humaines, une fonction en trans 
dans la régulation de l’expression génique d’un autre locus (Stelzer et al., 2014). Nos 
premières analyses ne montrent pas que cette fonction soit conservée chez la souris (non 
montré) car nous n’observons pas de défaut de l’expression des gènes du locus DLK1-DIO3 
dans l’analyse RNA-seq de l’hypothalamus ou par RT-qPCR dans le cerveau des KO-
SNORD115-SNORD116 (données non montrées). Pour comprendre son importance dans les 
phénotypes des souris KO-SNORD115-SNORD116, la création d’une souris avec une 
délétion spécifique de IPW est envisagée. A l’inverse, on peut créer une souris avec deux 





La délétion du SNORD115-116 affecte l’expression du gène voisin Necdine 
Il y a quatre domaines avec des larges clusters de répétitions de gènes de petits ARN non-
codants (snoARN ou microARN) et ils sont étonnamment tous soumis à l’empreinte 
génomique parentale (Malnou et al., 2019; Marty & Cavaillé, 2019). Cette observation laisse 
imaginer que l’arrangement de ces gènes répétés en tandem pourrait déclencher la mise en 
place de l’empreinte génomique au niveau du domaine chromosomique dans lequel ces gènes 
sont présents (Labialle & Cavaillé, 2011). La délétion des clusters SNORD115 et SNORD116 
permet d’évaluer leur impact sur la régulation épigénétique du locus. En vérifiant l’expression 
des gènes du locus suite à la large délétion des SNORD115 et SNORD116, la technique de 
RT-qPCR montre que l’expression de NDN est significativement augmentée chez les KO-
SNORD115-116 que chez les sauvages, d’environ un facteur 2. Peu de gènes sont 
différentiellement régulés dans l’hypothalamus des KO-SNORD115-SNORD116 et la RT-
qPCR n’a pas permis de valider un défaut d’expression pour tous alors que l’augmentation de 
l’expression de NDN est observée de manière reproductible dans plusieurs tissus testés 
(cerveau entier, hypothalamus) et à plusieurs âges (E16.5, P1, P9, adulte) (données non 
montrées). Ce n’est pas un défaut global du maintien de l’empreinte puisque l’expression du 
gène MAGEL2, voisin et aussi soumise à l’empreinte, n’est pas affectée. Ce défaut 
d’expression n’est pas observé chez les souris KO-SNORD115 (article n°1) et n’a pas été 
rapporté lors de l’étude des souris KO-SNORD116 (Skryabin et al., 2007). Plusieurs 
hypothèses pourraient expliquer ce défaut de l’expression de NDN,  notamment, la zone 
délétée pourrait contenir un élément régulateur endogène encore non identifié et modifier en 
cis le niveau d’expression de NDN sur l’allèle paternel. Une ré-expression de NDN à partir de 
l’allèle maternel à cause d’un défaut du maintien de l’empreinte pourrait aussi causer cette 
augmentation (figure 20). On peut tester cette dernière hypothèse grâce à un polymorphisme 
(SNP) qui distingue les lignées de souris C57 versus JF1 (T50C; V17A; rs261911330). Nous 
avons vérifié que NDN était toujours exclusivement exprimé à partir de l’allèle paternel. Les 
souris présentant la délétion sont issues de souche C57 et le croisement permettant d’analyser 
l’effet de la délétion sur l’expression de NDN est ♀JF1 (SNP C) x♂C57-KO (SNP T). Si on a 
une ré-expression de l’allèle maternel, l’analyse des ARN devrait montrer la présence du SNP 
maternel JF1, C. Or, on ne retrouve que le SNP paternel C57 ce qui nous informe qu’il y a un 
biais de l’expression de NDN à partir de l’allèle paternel (figure 21). La délétion n’entraîne 
donc pas de réactivation de NDN sur l’allèle maternel et l’hypothèse de la sur-expression de 
NDN chez les KO-SNORD115-SNORD116 semble être liée à l’augmentation de l’expression 
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sur l’allèle paternel. De façon surprenante une souris avec une duplication paternelle de la 
portion des gènes de SNURF/SNRPN au cluster SNORD115 présente réciproquement une 
diminution de NDN (3Mb patDp/+) (Kishimoto et al., 2015). Ceci suggère qu’il existe dans la 
portion délétée, un élément qui module l’expression paternelle de NDN. NDN ne semble pas 
être une cible directe du SNORD116 car on ne récapitule pas ce défaut dans une lignée 
cellulaire KO-SNORD116 (données non montrées). NDN a été rapportée pour promouvoir la 
différentiation neuronale, la survie cellulaire et la croissance axonale (Aebischer et al., 2011; 
Andrieu et al., 2006; Tennese et al., 2008). Son augmentation dans ce KO-SNORD115-116 
pourrait être le signe d’un mécanisme de compensation mis en place pour assurer les 








Figure 20 : La perte simultanée du SNORD115 et SNORD116 entraine une augmentation de l’expression de NDN. 
L’augmentation de NDN chez les KO-SNORD115-SNORD116 peut résulter d’une augmentation de l’expression paternelle de 





  Figure 21 : La délétion n’entraine pas une réactivation de l’expression maternelle de NDN. 
(A) Le dimorphisme d’un nucléotide du gène NDN, les souris de souche JF1 ont une cytosine et les souches C57 ont une 
thymine. (B) L’analyse du SNP présent sur les ARN produits suite aux deux croisements réciproques permet de déterminer 
l’expression mono ou bi-allélique du gène. (C) On a croisé des mâles KO-SNORD115-116 avec des femelles JF1 pour obtenir 
des individus présentant la délétion sur l’allèle paternel afin d’analyser l’effet de la délétion sur l’expression de NDN. Comme 
prévu l’ADNg de ces individus présente les deux allèles. Les ARN de cerveau de ces individus sont soumis à une reverse 
transcription, une amplification PCR de NDN puis séquencés. Les résultats sont présentés sous forme de chromatogramme et 
on observe seulement la présence du SNP T issu de l’héritage paternel, ce qui indique que NDN est exprimé exclusivement à 





Quelles sont les cibles du SNORD116 ?  
Toujours dans la perspective de trouver la fonction des SNORD du locus SPW, l’équipe a 
généré une lignée cellulaire embryonnaire humaine (NT2D1) qui grâce à la technique 
d’édition du génome CRISPR/Cas9 présente une délétion du cluster SNORD116 (données 
non publiées). J’ai montré que l’absence du SNORD116 dans les cellules NT2D1 n’entraîne 
pas de défaut de prolifération cellulaire ou d’apoptose. Au contraire, une étude précédente a 
montré que la délétion du SNORD116 dans les cellules SH-SY5Y affecte la prolifération et la 
survie cellulaire (Bochukova et al., 2018). Les cellules NT2D1 et SH-SY5Y sont aussi les 
rares lignées cellulaires à exprimer le SNORD116. Ces deux types cellulaires peuvent être 
différenciés en neurones grâce à un traitement à l’acide rétinoïque. L’absence du SNORD116 
dans les cellules SH-SY5Y provoque une diminution de la présence de neurites, preuve d’un 
défaut dans leur différentiation neuronale alors que mes premières données du KO-
SNORD116 dans les cellules NT2D1 traitées à l’acide rétinoïque ne montrent pas de défaut 
dans l’expression des marqueurs de différentiation (HOXA1, ENO3, MAP2, NCAM) par RT-
qPCR (données non montrées).  
L’analyse du transcriptome des cellules NT2D1 KO-SNORD116 et WT a montré seulement 
22 gènes différentiellement exprimés (p value ajustée <0.05) et aucun n’est en commun avec 
les gènes différentiellement exprimés suites aux analyses de RNA-seq des différents KO 
souris pour SNORD115 ou SNORD115-SNORD116.  
Cette lignée sera un outil important pour identifier le répertoire des ARN cellulaires ciblés par 
SNORD116. On peut précipiter SNORD116 grâce à divers oligonucléotides biotinylés anti-
SNORD116. L’équipe voisine, de T.Kiss est en train de mettre au point des approches 
biochimiques à base de pontages covalents via du psoralène afin d’identifier des ARN cibles 
des SNORD. Les ARN pontés avec un SNORD seraient isolés via les oligonucléotides 
biotinylés et soumis à du séquençage haut débit. La comparaison avec les cellules KO serait 




B. La ribose méthylation dans la diversité du ribosome  
 
Historiquement, le ribosome a toujours été perçu comme un simple automate du processus de 
traduction, sans activité de régulation de la traduction. Maintenant, de plus en plus d’études 
révèlent l’existence d’une grande hétérogénéité du ribosome à l’échelle des cellules et des 
tissus, qui pourrait conférer au « ribosome spécialisé » des capacités de régulation de 
sélection et d’efficacité de traduction de certains ARNm. Ce thème est largement abordé dans 
des revues récentes (Genuth & Barna, 2018; Guo, 2018; Venezia et al., 2019; Shifeng Xue & 
Barna, 2012). Le ribosome est une macromolécule complexe et les sources d’hétérogénéité 
sont nombreuses à chaque niveau de ses composants.  
L’ARNr est modifié sur 2% de ces nucléotides ce qui correspond à 220 sites environ chez 
l’homme. La diversité est assez restreinte entre les riboses méthylation et les pseudouridines 
et une dizaine de modification de base. La modification de l’ARNr représente une nouvelle 
source de diversité pour le ribosome, d’autant qu’il apparaît que tous les ribosomes ne sont 
pas modifiés dans la même proportion. Des revues complètes et détaillées sont disponibles sur 
les modifications dans l’hétérogénéité du ribosome (Lo Monaco et al., 2018; S. Sharma & 
Lafontaine, 2015; Sloan et al., 2017). La ribose méthylation est largement étudiée notamment 
grâce au développement de la technique de RiboMeth-seq. Nous avons profité de l’avènement 
de cette technologie pour accéder au profil de méthylation de l’ARNr des tissus de souris. Le 
RiboMeth-seq est utilisée majoritairement dans l’étude des lignées cellulaires humaines 
cancéreuses. C’était la première fois que l’on accédait au spectre global des méthylations dans 
les tissus murins. Tout comme dans les lignées humaines, il y a des sites qui ne sont pas 
méthylés à 100%, suggérant une diversité dans le profil des méthylations du ribosome. Entre 
les tissus, on retrouve le même répertoire des méthylations. La technique ne permet pas de 
détecter les sites qui sont méthylés dans une faible proportion. On n’écarte pas l’existence de 
site faiblement méthylé ou méthylé dans une certaine catégorie de type cellulaire et qui 
échappe à la détection par le RiboMeth-seq. Il serait intéressant de comparer le profil des 
méthylations dans certaines populations cellulaires particulières au sein d’un tissu comme les 
astrocytes versus les neurones du cerveau. Est-ce que la spécialisation de ces cellules 
s’accompagne d’un changement dans le niveau et ou du profil de méthylation ?  
Les profils de méthylation entre les lignées cellulaires humaines et les tissus murins sont un 
peu différents. Dans le répertoire des sites de méthylation, on note l’absence, chez la souris, 
de la méthylation Am1310 de la petite sous-unité, alors que celle-ci est présente chez le rat et 
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l’homme. Chez le rat, cette méthylation est tissu-spécifique, guidée par l’expression tissu-
spécifique du SNORD126. Cette observation souligne qu’il existe des différences entre 
espèces et même entre les tissus au sein d’un organisme. Une analyse RiboMeth-seq entre les 
vertébrés permettrait d’accéder à l’évolution récente du répertoire de méthylation des 
ribosomes et des SNORD-guides. L’ARNr issu des tissus murins est globalement plus 
méthylé que dans les lignées cellulaires humaines. L’analyse du niveau de méthylation des 
snARN montre que leurs sites sont plus méthylés dans les tissus humains que dans une lignée 
immortalisée humaine (Jurkat) (Krogh et al., 2017). Les lignées cellulaires sont caractérisées 
par la présence de plus de sites méthylés fractionnés vraisemblablement à cause d’un 
ensemble de changements dans l’expression génique et des gènes hôtes des SNORD ou de 
l’augmentation de la transcription et de l’assemblage des ribosomes qui limitent le temps 
d’accès des SNORD à l’ARNr. Notre étude donne une idée plus réaliste du niveau de 
méthylation de l’ARNr au sein de l’organisme. L’étude des tissus murins à un stade 
développemental (E16.5) montre que le niveau de méthylation d’une partie des sites de 
l’ARNr est régulé au cours du développement. Il est possible que comme pour les cellules 
cancéreuses en culture, les cellules en croissance ou en différentiation lors du développement 
sont caractérisées par une augmentation de la transcription de l’ADN ribosomique, ce qui 
limiterait la possibilité de modification de l’ARNr pour certains SNORD. Est-ce que ces 
changements sont un effet indirect qui prend place durant le développement ou ont-ils un 
impact et des conséquences sur ce processus ?  
 
On a montré qu’il existe une certaine plasticité du niveau de méthylation de l’ARNr murin au 
cours du développement mais on n’a pas abordé l’implication fonctionnelle de ces 
changements. Une hypothèse en plein développement stipule que les modifications de l’ARNr 
comme les méthylations modulent les propriétés du ribosome lors de la traduction (fidélité, et 
vitesse). Dans ce sens, la diminution de méthylation de certains sites des ribosomes issus des 
cellules KO pour la fibrillarine altère la capacité des ribosomes à initier la traduction IRES-
dépendante (Erales et al., 2017). On s’est focalisé sur une position particulièrement 
intéressante LSU-Gm4593 car c’est la seule méthylation que l’on ne détecte pas dans les 
tissus adultes et dont le niveau diminue au cours du développement. La diminution de la 
méthylation est causée par la diminution du niveau du SNORD-guide SNORD78 issu de 
l’intron 6 du gène hôte GAS5. C’est un rare cas où le niveau de méthylation est strictement 
corrélé au niveau du SNORD-guide (Krogh et al., 2016).  
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De manière remarquable, huit autres SNORD sont aussi générés à partir du même gène hôte 
GAS5 mais le niveau des méthylations qu’ils guident ne change pas. L’expression de GAS5 
ne change pas durant le développement et c’est l’épissage de l’intron 6 qui est régulée pour 
moduler le niveau de SNORD78 et la méthylation Gm4593. On a tenté d’explorer la fonction 
de la méthylation, malheureusement on n’a pas pu mettre en évidence de défaut majeur dans 
la fidélité de traduction des ribosomes dans une lignée cellulaire humaine KO-SNORD78. La 
diminution du SNORD78 chez le poisson zèbre est accompagné de défaut du développement 
(Higa-Nakamine et al., 2012). A l’image de cette étude un modèle murin KO pour le 
SNORD78 permettrait d’accéder à  l’importance de la régulation du SNORD et de la 
méthylation durant le développement. A noter que l’effet du morpholino contre le SNORD78 
sur le niveau de la méthylation Gm4593 n’a pas été investigué (Higa-Nakamine et al., 2012). 
Des études mettent en garde contre l’utilisation des morpholinos. Les chercheurs ont observé 
de nombreuses dissimilitudes phénotypiques entre les mutants génétiques et les morphants 
(utilisation de morpholinos pour induire un mutant), qui ont été principalement attribuées aux 
effets non ciblés induits par les morpholinos (Kok et al., 2015; Rossi et al., 2015). Il est 
possible que la fonction du SNORD et de la méthylation ne soient pas aussi importantes pour 
le développement du poisson zèbre. En ce sens, il serait intéressant d’observer le niveau de 
Gm4593 durant le développement humain. Il est possible que les changements que l’on 
observe chez la souris ne soient pas conservés chez l’homme.  
Nos travaux contribuent à la description d’une diversité du ribosome, la présence de 
méthylation partielle souligne l’existence de ribosome différentiellement méthylé au sein d’un 
tissu. Après les cellules en culture, on montre que le ribosome est hétérogène dans le niveau 
de méthylation de l’ARNr à l’échelle d’un tissu. Si les positions hypométhylées que nous 
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Résumé 
Le nucléole des mammifères contient des centaines de petits ARN nucléolaires à boîte C/D (SNORD) 
dont la grande majorité guide une 2’-O-ribose méthylation sur les précurseurs des ARN ribosomiques 
(pré-ARNr). Certains SNORD facilitent aussi les clivages que subissent le pré-ARNr ou modifient le 
petit ARN nucléaire U6. Des travaux récents laissent également entrevoir que certains SNORD 
interagissent avec des ARNm. C’est le cas par exemple pour SNORD115 qui est au cœur de mon 
travail de thèse. SNORD115 est exprimé uniquement dans le cerveau à partir de nombreux gènes 
répétés en tandem situés au locus SNURF-SNRPN dont l’expression est contrôlée par l’empreinte 
génomique parentale. Des défauts génétiques associés à ce locus chromosomique sont associés à une 
maladie rare: le syndrome de Prader-Willi (SPW).  SNORD115 est remarquable car il possède une 
longue complémentarité conservée avec l’ARNm codant un récepteur à la sérotonine, le variant  5-
HT2C. Certains travaux proposent que SNORD115 régule la voie 5-HT2C en modulant l’épissage 
alternatif ou l’édition A vers I du pré-ARNm 5-HT2C. Un défaut dans l’activité du 5-HT2C pourrait 
être à l’origine de l’hyperphagie et/ou des anomalies comportementales qui caractérisent le SPW. Mon 
projet de thèse principal consistait à éprouver cette hypothèse grâce à un nouveau modèle murin 
CRISPR/Cas9 invalidé pour SNORD115. Mes résultats montrent que la perte d’expression de 
SNORD115 ne perturbe pas la régulation post-transcriptionnelle du pré-ARNm 5-HT2C in vivo. 
D’autre part,  des études réalisées dans l’équipe n’ont pas permis de révéler des anomalies marquées 
dans les phénotypes anxio-dépressifs, ni dans le comportement alimentaire. Ma thèse soulève donc des 
questions importantes quant au rôle régulateur de SNORD115 dans le cerveau et de sa contribution 
potentielle dans l’étiologie du SPW.  
 
En parallèle, j’ai aussi abordé le répertoire des 2’-O-méthylations de l’ARNr dans des tissus murins, 
notamment le cerveau. Ce travail s’inscrivait dans la thématique émergeante de la théorie du 
«ribosome spécialisé» qui propose qu’une hétérogénéité structurale des composants du ribosome 
puisse se traduire par des changements dans les capacités fonctionnelles du ribosome. Mes résultats 
montrent des variations dans la méthylation pour un nombre très limité de sites, et ce principalement 
au cours du développement. Aussi, les ribosomes des tissus développementaux sont globalement 
moins méthylés que ceux des tissus adultes. Nous avons concentré nos efforts sur LSU-G4593 dont la 
méthylation guidée par SNORD78 est retrouvée uniquement au cours du développement. Nous 
proposons que des évènements d’épissage alternatif du gène-hôte de SNORD78 modulent la 
production de SNORD78, et de fait le niveau de méthylation LSU-Gm4593. Grâce à l’étude d’une 
lignée cellulaire humaine (HEK293) invalidée pour SNORD78, j’ai recherché les implications 
fonctionnelles de LSU-Gm4593. A ce jour, mes travaux ne montrent pas un rôle marqué dans la 
prolifération cellulaire, ni dans la fidélité de la traduction. La fonction précise de LSU-Gm4593 
demeure donc incomprise. 
 
Abstract 
The nucleolus of mammalian cells contains hundreds of box C/D small nucleolar RNAs (SNORDs). 
Majority of them, guide sequence-specific 2’-O ribose methylations into ribosomal RNA (rRNA). 
Some of them facilitate RNA folding and cleavages of ribosomal RNA precursors or guide ribose 
methylations into spliceosomal small nuclear RNA U6. Recent studies propose that some SNORD 
could target other transcripts, possibly messenger RNA as suggested by the brain-specific 
SNORD115. SNORD115 is processed from tandemly repeated genes embedded in the imprinted 
SNURF-SNRPN domain. Defects in gene expression at this domain are causally linked to rare disease: 
the Prader-Willi Syndrome (PWS). Excitingly, SNORD115 displays an extensive region of 
complementary to a brain-specific mRNA encoding the serotonin receptor 5-HT2C. SNORD115 could 
influence 5-HT2C signaling by fine-tuning alternative splicing or A to I RNA editing of 5-HT2C pre-
mRNA. Reduced 5-HT2C receptor activity could contribute to impaired emotional response and/or 
compulsive overeating that characterized the syndrome. My work was to test this hypothesis using a 
CRISPR/Cas9-mediated SNORD115 knockout mouse model. My results show that loss of 
SNORD115 expression, in vivo, does not alter the post-transcriptional regulation of 5-HT2C pre-
mRNA processing. Others results from the team do not reveal any defects in anxio-depressive 
phenotypes and eating behaviour. Our study questions the regulatory roles of SNORD115 in brain 
functions and behavioural disturbance associated with PWS. 
 
On other hand, I have studied ribose methylation sites in rRNA from mouse tissues. This work was 
included in emerging field of the specialized ribosome hypothesis which suggests heterogeneity in 
ribosomes may impact activity of ribosomes. Our results show significant changes at few discrete set 
of sites, especially in rRNA from developing tissues. Also, rRNA from developing tissues is globally 
less methylated than rRNA from adult tissues. We focus on LSU-Gm4593 site because this position is 
specifically methylated only during development and hardly ever detected in adult tissues. 
Methylation at LSU-G4593 is guided by SNORD78. We propose that the expression levels of 
SNORD78 during development appeared to be regulated by alternative splicing of the host-gene and 
to correlate with the methylation level of its target site at LSU-G4593. We’ve used a human cell line 
(HEK293T) inactivated for the SNORD78 gene in order to understand the functionally role of the 
corresponding ribose methylation. Our work did not demonstrate any overt cellular phenotypes, even 
though translation fidelity and the precise function of LSU-Gm4593 remains unknown. 
 
